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I 
RESUMO 
 
 
COELHO, MICHELLE ALVES. Bioindicadores e diversidade de bactérias em 
ensaios com biochar e composto orgânico combinados com nitrogênio e inibidor de 
urease 2016. 170p. Dissertação (Mestrado em Qualidade Ambiental) - Universidade 
Federal de Uberlândia, Uberlândia – MG.1 
 
A comunidade microbiana do solo é um dos componentes funcionais mais importantes 
da biota do solo sendo fundamental identificar fatores que alteram sua composição e 
funcionalidade metabólica. Esse estudo foi conduzido em microcosmos com a adição 
de diferentes composições de fertilizantes orgânicos e organominerais, formulados a 
partir de biochar e composto orgânico de torta-de-filtro de cana-de-açúcar, nitrogênio e 
inibidor de urease (NBPT). O período de incubação foi de 28 dias no qual foi realizado 
avaliação da respiração microbiana do solo (RMS) e volatilização de nitrogênio (NH3). 
Aos 7, 14 e 28 dias foi estimado o carbono da biomassa microbiana (CBM) e a 
atividade enzimática. O DNA genômico do solo, nos tratamentos, foi extraído e o 
fragmento de Bactéria e Arquea de 16S rDNA foi amplificado por PCR, sendo as 
sequências sequenciadas por pirosequenciamento utilizando a plataforma Life 
Technologies Ion torrenteTM. As sequências de qualidade obtidas foram analisadas 
utilizando o programa Qiime (Quantitative Insights Into Microbial Ecology) e a 
taxonomia atribuída às sequências usando banco de dados Greengenes. Os maiores 
valores de RMS e CBM foram observados nos tratamentos com adição de nitrogênio. 
Nestes tratamentos também foi observada maior atividade das enzimas FDA e urease, e 
uma resposta oposta foi encontrada para a atividade das enzimas ß-glicosidase, 
fosfatase e desidrogenase cuja maior resposta foi observada nos tratamentos sem 
nitrogênio. Nos tratamentos controle, biochar e orgânico os filos predominantes foram 
Proteobactérias, Bacteriodetes, Acidobacterias, Actinobacterias e Verrucomicrobia. A 
adição de nitrogênio reduziu significativamente a abundância destes filos e aumentou a 
abundância do filo Firmicutes que predominou em todos os tratamentos com nitrogênio. 
Foi observada redução de volatilização de N-NH3 nos tratamentos com composto 
orgânico e biochar. A menor volatilização ocorreu no tratamento com biochar indicando 
seu potencial como fertilizantes para reduzir perdas de nitrogênio. Neste sentindo, este 
estudo pode contribuir para o avanço de técnicas de adubação que melhorem a 
fertilidade do solo e o uso sustentável dos agroecossistemas. 
 
 
 
Palavras-chave: carbono da biomassa, respiração basal, atividade enzimática do solo, 
hidrólise de diacetato fluoresceína (FDA), β-glicosidase, urease, fosfatase ácida, 
desidrogenase, 16S rDNA, pirosquenciamento, fertilizante orgânico e organomineral, 
nitrogênio, Cerrado.  
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ABSTRACT 
 
 
COELHO, MICHELLE ALVES. Biondicadores e diversidade de bactérias em 
ensaios com biochar e composto orgânico combinados com nitrogênio e inibidor de 
urease 2016. 170p. Dissertação (Mestrado em Qualidade Ambiental) - Universidade 
Federal de Uberlândia, Uberlândia - MG.2 
 
 
The soil microbial community is one of the most important functional components of 
soil biota being fundamental identify the factors that alter its composition and metabolic 
function. This study was conducted in microcosms with the addition of different 
compositions of organic and organomineral fertilizers formulated from biochar and 
organic filter cake sugar cane, nitrogen and urease inhibitor (NBPT). The incubation 
period of 28 days it was performed an assessment of the microbial respiration (RMS) 
and nitrogen volatilization (NH3). At 7, 14 and 28 days were estimated microbial 
biomass carbon (MBC) and the enzymatic activity. Genomic DNA soil, treatments, and 
the fragment was extracted from bacteria and archaeal 16S rDNA was amplified by 
PCR, the sequence being sequenced by pyrosequencing using the Life Technologies Ion 
platform torrenteTM. The quality sequences obtained were analyzed using the Qiime 
program (Quantitative Insights Into Microbial Ecology) and the assigned sequences 
using GreenGenes taxonomy database. The larger RMS values and CBM were observed 
in treatments with the addition of nitrogen. These treatments shown increased activity 
of enzymes FDA and urease, and an opposite answer was found for the activity of beta-
glucosidase enzymes, phosphatase and dehydrogenase whose greatest response was 
observed in treatments without nitrogen. In control treatments, biochar and organic the 
predominant phyla were Proteobacteria, Bacteriodetes, Acidobacterias, actinomycetes 
and Verrucomicrobia. The addition of nitrogen significantly reduced the abundance of 
these phyla and increased the abundance of Firmicutes phylum that prevailed in all 
treatments with nitrogen. It was observed reducing NH3 volatilisation of the organic 
compound and treatment with biochar. The lower volatilization occurred in treatment 
with biochar indicating its potential as fertilizer to reduce losses of nitrogen. Based on 
it, this study can contribute to the advancement of fertilization techniques that improve 
soil fertility and sustainable use of agro-ecosystems. 
 
 
 
Keywords: microbial biomass carbono, basal respiration, Soil enzyme activities, 
Fluorescein diacetate (FDA), β-glucosidase, urease, acid phosphatase, dehydrogenase, 
16S rDNA, pyrosequencing, organic and inorganic fertilizer, nitrogen; Cerrado. 
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 1 
INTRODUÇÃO 
 
A crescente demanda de alimentos, fibras e energia, em todo o mundo, requer 
cada vez mais um aumento da produtividade (EMBRAPA, 2014). Este aumento da 
produtividade tem sido obtido através da expansão das áreas agricultáveis e 
intensificação dos sistemas agrícolas com consequente geração de impactos ambientais 
(FOLEY, 2011). Desta forma, o desafio para a sustentabilidade agrícola é conciliar o 
aumento da produção e a preservação dos recursos naturais, evitando a degradação dos 
solos e reduzindo a poluição ambiental (MARTINELLI et al., 2010).  
A agricultura brasileira tem alcançado um progresso acentuado no aumento da 
produtividade agrícola, principalmente em relação aos grãos, colocando o Brasil em 
destaque mundial como um dos grandes países produtores de alimentos (OECD-FAO, 
2015).  A produção de grãos no Brasil tem-se concentrado principalmente na região do 
Cerrado (LA ROVERE et al., 2011) que vem sendo considerado como a última 
fronteira agrícola do mundo (DE-CARVALHO, 2012) com destaque para as 
monoculturas de soja, cana-de-açúcar, milho, café e algodão (MARRIS et al, 2005).   
Os solos do Cerrado são ácidos e de baixa fertilidade natural (GOMES et al., 
2004), sendo necessário utilizar grandes quantidades de calcário e fertilizantes, 
principalmente os nitrogenados, exigido em grandes quantidades pela maioria das 
culturas, com exceção da soja que devido à fixação do nitrogênio requer pouca 
adubação nitrogenada (HUNGRIA, et al., 2005; MENDES et al., 2008). Assim, o 
aumento na produção de grãos no Cerrado tem sido acompanhado também pelo 
crescimento do consumo de fertilizantes nitrogenados (LOPES; DAHER, 2008). 
O nitrogênio (N) é o nutriente requerido em maior quantidade pela maioria das 
culturas, sendo considerado um elemento importante no aumento da produtividade 
agrícola (SOUZA; SORATTO, 2006).  No entanto, em solos tropicais é um nutriente 
difícil de ser manejado em função do grande número de reações que ocorrem com esse 
elemento no solo, ocasionando significativas perdas (OHLAND et al., 2005; BASTOS 
et al., 2008). Estima-se que menos de 50% do nitrogênio aplicado sob a forma de 
fertilizante aos solos é utilizado pelas culturas, sendo grande parte perdido 
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principalmente por volatilização de amônia, desnitrificação (emissão de N2O) e 
lixiviação de nitrato (PIRES et al., 2015). 
Entre os fertilizantes nitrogenados a ureia é um dos mais utilizados no setor 
agrícola brasileiro, devido seu elevado teor de N (45%), custo relativamente baixo, e 
facilidade de transporte e uso (DOS SANTOS; SZKLO, 2016).  No entanto, a eficiência 
da fertilização pela ureia é afetada pela perda de nitrogênio do sistema solo-planta por 
volatilização de amônia (NH3) (TRIVELIN, 2002) associada a atividade da enzima 
urease (SOARES et al., 2012).  As perdas de N aumentam o uso do fertilizante ureia 
podendo ocasionar problemas ambientais como a eutrofização e poluição atmosférica, 
além de refletir também no aumento dos custos de produção (ERISMAN et al., 2008). 
Além disso, uma vez que os ciclos do C e N são acoplados formando a base dos 
ciclos biogeoquímicos e fluxos de energia (PREGITZER et al., 2008), a deposição 
elevada de N pode alterar o ciclo do carbono (CHAPIN et al., 2009). Uma grande 
porcentagem de carbono ativo da Terra é encontrado na matéria orgânica do solo 
(MOS) e sua taxa de mineralização está fortemente ligada à disponibilidade de N 
especialmente em ecossistemas com baixa disponibilidade de N (YANG et al., 2011). O 
ciclo do C e N bem como a ciclagem da MOS são mediados por processos realizados 
por micro-organismos do solo, especialmente bactérias e archaea (SIMON; KLOTZ, 
2013). Assim, a manutenção da produtividade agrícola depende, em grande parte, da 
comunidade microbiana do solo para decompor e mineralizar C e N, aumentando a 
disponibilidade de N às plantas (SINGH et al., 2010). 
A MOS é um componente importante em solos tropicais, pois contribui para 
estabilidade da estrutura dos solos, retenção de água, aeração, retenção de cátions e 
energia para os processos metabólicos dos micro-organismos do solo (ANAYA; 
SANNWALD, 2015). Por isso, o conteúdo de MOS é geralmente considerado como um 
dos principais indicadores da qualidade do solo (RILEY et al., 2008), sendo sua 
manutenção em quantidades adequadas importante para manter a produtividade dos 
agroecossistemas (DING et al., 2012). 
A conversão da vegetação nativa para áreas agrícolas resulta no declínio da 
MOS, pois a retirada da cobertura vegetal e o revolvimento do solo são fatores que 
contribuem para o rompimento de agregados do solo expondo o carbono orgânico do 
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solo (COS) à oxidação pela atividade microbiana acelerando o processo de 
mineralização (ROSCOE; BUURMAN, 2003; OLIVEIRA et al., 2016). Além disso, a 
mecanização da agricultura resulta na compactação do solo alterando também a aeração 
e a capacidade hidráulica com reflexos nas propriedades, físicas, químicas e biológicas 
do solo (TIVET et al., 2013). 
Uma estratégia que têm sido adotada nos solos do Cerrado para aumentar a 
fertilidade do solo e minimizar as perdas de MOS é a utilização de fertilizantes 
orgânicos (JEFFERY et al., 2011; ANDERSON et al., 2011). Os fertilizantes orgânicos 
são conhecidos por melhorar a qualidade e estrutura do solo e estimular biomassa 
microbiana (BRONICK; LAL, 2005; ATKINSON et al., 2010). Por conterem altos 
teores de matéria orgânica (MO), os fertilizantes orgânicos também contribuem para 
diversas propriedades químicas do solo, assim como aumento da capacidade de troca 
catiônica (CTC), maior complexação de elementos tóxicos e de micronutrientes, além 
de melhorar a estrutura, promover maior infiltração de água e aumentar a aeração do 
solo (BURTON; TURNER, 2003; KAUR et al., 2007). 
No entanto, o efeito dos fertilizantes orgânicos sobre o rendimento das culturas é 
lento e variável (KHALIQ et al., 2006). Os fertilizantes orgânicos ainda têm o 
inconveniente de apresentar concentrações desbalanceadas de NPK, diferentemente, do 
que ocorre com as fórmulas comerciais de fertilizantes minerais, cuja composição pode 
ser balanceada de acordo com a cultura (LIU et al., 2009). 
Uma solução proposta é a utilização de fertilizantes organominerais que são 
produzidos a partir de resíduos orgânicos estabilizados e fertilizantes minerais 
(SOUZA, 2014). Os resíduos orgânicos utilizados podem ser provenientes das 
atividades agroindustriais (MEDINA et al., 2015). Por conter níveis elevados de 
nutrientes e MO, os fertilizantes organominerais podem contribuir para melhorar as 
propriedades físico-químicas do solo (NELISSEN et al., 2012; FARRELL et al., 2013), 
mitigar as perdas de nutrientes e influenciar a microbiota do solo com reflexo também 
na ciclagem de nutrientes (CHEN et al., 2010; BIEDERMAN; HARPOLE, 2013; 
FARRELL et al., 2014).  
Além disso, o alto custo de fertilizantes minerais e a preocupações sobre a 
proteção do ambiente têm sido grandes incentivos para o reaproveitamento de resíduos 
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orgânicos produzidos na agroindústria (AKANDE et al., 2010; PARÉ et al., 2010). O 
aproveitamento de resíduos orgânicos remanescente dos processos empregados na 
agricultura pode diminuir a exigência de fertilizantes minerais, o que, além de contribuir 
para a diminuição de custos, e reduzir a dependência de fertilizantes químicos 
importados, também pode aumentar a vida útil das fontes de minerais não renováveis 
(JÚNIOR et al., 2011; ZHAO et al., 2016). Com isso, é possível transformar um resíduo 
considerado um passivo ambiental em um subproduto do processo produtivo com valor 
econômico agregado e que pode ser reinserido na cadeia produtiva. 
 O êxito da utilização dos resíduos orgânicos para produção de fertilizantes 
organominerais irá depender da estabilidade e das propriedades físicas, químicas e 
biológicas do resíduo (HABTESELASSIE et al., 2006). E essas propriedades são 
resultado do tratamento que o resíduo é submetido, antes de ser utilizado para a 
produção do fertilizante organomineral (EDMEADES, 2003). Os processos de 
compostagem e pirólise têm sido apontados como métodos eficientes no processo de 
estabilização dos resíduos orgânicos, pois contribuem para a eliminação de patógenos, 
redução do volume de água e concentração de nutrientes (ZHANG; SUN, 2016).  
O biocarvão (biochar em inglês), produto resultante do processo de pirólise, tem 
sido um tema intensamente discutido na literatura nos últimos anos, devido seus efeitos 
benéficos sobre a saúde do solo e produtividade agrícola (MADARI et al., 2006; SOHI 
et al., 2010). A literatura tem relatado que aplicação de biochar no solo pode melhorar a 
qualidade do solo e aumentar a produtividade agrícola (REEVE et al., 2010; JEFFERY 
et al., 2011; JONES et al., 2012; BIEDERMAN; HARPOLE, 2013). 
Além disso, ao contrário de outros materiais de natureza orgânica adicionados 
ao solo, que são facilmente decompostos, a natureza recalcitrante de biochar aumenta 
seu potencial para o armazenamento em longo prazo de carbono no solo (CHAN et al., 
2007; FELLET et al., 2011). Apresenta também alta porosidade e elevada área de 
superfície específica, fato que confere condições favoráveis para absorção de compostos 
orgânicos solúveis, podendo contribuir não só com a disponibilidade de nutrientes, mas 
também com a retenção de água no solo (GLASER et al., 2002; TONG et al., 2014). 
Têm sido relatado que solos tratados com biochar podem, também, alterar a atividade e 
dinâmica das comunidades microbianas do solo (ANDERSON et al., 2011; DUCEY et 
al., 2013; AMELOOT et al., 2013; RUTIGLIANO et al., 2014).  No entanto, as 
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interações entre biochar e as propriedades físico-químicas e biológicas do solo ainda 
não são completamente compreendidas (LEHMANN et al., 2011).  
 As comunidades microbianas são sensíveis às mudanças das condições 
ambientais do solo e aos níveis de nutrientes adicionados (LARCHEVÊQUE et al., 
2006; CHU et al., 2007). Ensaios de longo prazo com adubação orgânica e inorgânica 
revelaram que alterações nos níveis de carbono orgânico e pH do solo, devido à 
adubação, podem afetar a atividade e composição da comunidade microbiana do solo 
(GEIS-SELER; SCOW, 2014; LI et al., 2015). Os atributos microbianos tais como a 
atividade do solo, atividade enzimática, biomassa microbiana, e a diversidade 
microbiana do solo têm sido apontados como valiosos indicadores para avaliar a 
qualidade dos solos, uma vez que são mais sensíveis às intervenções (JANGID et al., 
2008) e respondem rapidamente às mudanças nas condições ambientais (SCHLOTER et 
al., 2003; BURNS et al., 2013). 
Portanto, para efetivamente desenvolver uma agricultura sustentável no Cerrado 
e manter a fertilidade e qualidade dos solos, é necessário desenvolver tecnologias e 
práticas agrícolas que permitam aumentar o teor de MOS e otimizar a eficiência dos 
fertilizantes nitrogenados, reduzindo as perdas e os impactos ambientais. Além disso, é 
necessário compreender os processos mediados pela comunidade microbiana do solo, e 
como a composição e funcionalidade destas comunidades são modificadas frente à 
aplicação desses fertilizantes. 
Assim, visando subsidiar o desenvolvimento de novos fertilizantes, o objetivo 
deste estudo foi investigar o efeito da utilização de biochar e composto orgânico 
combinados com nitrogênio e inibidor de urease (NBPT) sobre a volatilização de 
amônia, a alteração dos processos ecológicos e da diversidade de bactérias no solo em 
ensaios de laboratório. 
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REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 
O Bioma Cerrado 
 O Cerrado é o segundo maior bioma do Brasil, depois da Amazônia, ocupando 
aproximadamente 24% da área terrestre do país (RAMPELOTTO et al., 2013). É 
considerado um dos 25 hotspots mundiais em função da riqueza de espécies, alto nível 
de endemismos e perda de habitats (MYERS et al., 2000).  
 O clima, do tipo tropical sazonal, pode ser dividido em duas estações bem 
definidas: uma seca, que tem início no mês de maio, terminando no mês de setembro, 
e outra chuvosa, que vai de outubro a abril, com precipitação e temperatura variando 
de 750 a 2000 mm e de 22 a 27 °C (MORENO; HIGA, 2005).   
 Os latossolos predominam no Cerrado, estando presentes em 46% da área do 
bioma (EMBRAPA, 2006). Esses tipos de solos são altamente intemperizados com 
predomínio de caulinitas, óxidos de ferro e alumínio na fração argila (MANZATTO, 
2002). Geralmente têm uma cor vermelha ou amarela, são de textura fina, profundos e 
bem drenados (FURLEY, 1999). E apresentam características químicas comuns como 
a alta deficiência de nutrientes, toxidade por alumínio, acidez relativamente elevada 
(RESCK et al., 1999) e suscetibilidade à erosão (MANZATTO, 2002). 
 Devido a baixa fertilidade natural, os solos do Cerrado foram por muito tempo 
considerados inadequados para a agricultura (CASTRO, 2003). Por isso o aumento da 
produção agrícola no Cerrado é visto como uma das maiores realizações da ciência 
agrícola mundial no século 20, no entanto, chegar a esta situação atual não era, e 
ainda, não é uma tarefa fácil (SILVA et al., 2013).  
 A expansão da agricultura nestes solos só foi possível com os avanços 
agronômicos e tecnológicos e incentivos do governo que possibilitaram o 
desenvolvimento de técnicas para a correção da acidez dos solos e variedades 
adaptadas (EMPRAPA, 2014). Além disso, outros fatores contribuíram para 
transformação do Cerrado em uma região agrícola em expansão, dentre os quais 
destacam-se as características fisiográficas favorável à mecanização e irrigação 
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(relevos planos), a grande disponibilidade de terras de baixo custo, localização 
geográfica privilegiada em relação a rede de estradas e centros consumidores e a 
melhoria das práticas de manejo e adubação (BICKEL; DROS, 2003).  
 A ocupação do bioma Cerrado começou no século XVIII com atividades de 
pecuária, pastagens naturais e pequenas agriculturas de subsistência (GRECCHI et al., 
2014). Na década de 70, o governo brasileiro realizou estudos mostrando o potencial 
agrícola do Cerrado, sendo a vegetação nativa substituídas por pastagens e cultivo de 
arroz em áreas recém-desmatadas (BROSSANRD; BARCELLOS, 2005). Na década 
de 80 com a implementação de práticas de correção da acidez do solo e da 
disponibilidade de variedades de culturas mais bem adaptadas às condições do 
Cerrado, ocorreu rápida expansão das culturas de soja (CARVALHO et al., 2010).   
 A transformação dos solos naturalmente pobres e ácidos do bioma Cerrado em 
solos produtivos com a introdução de corretivos e fertilizantes e melhor infraestrutura 
permitiu a expansão também das culturas de milho e feijão (ARANTES et al., 2016). 
Esses avanços tecnológicos e o aumento da rentabilidade da terra foram fundamentais 
para transformar o Cerrado na fronteira agrícola mais proeminente do país com 
expressiva expansão, nos últimos 30 anos, da produção das monoculturas de soja, 
cana-de-açúcar, milho, café e algodão (MARRIS, 2005; MENDES et al, 2012).   
 Embora a expansão do agronegócio no Cerrado trouxe muitos benefícios 
econômicos para o Brasil, a atividade agrícola em grande escala gera impactos 
ambientais como mudanças no regime hidrológico, perda de biodiversidade e 
problemas com a qualidade da água e erosão do solo (MERTEN; MINELLA, 2013). 
 Os sistemas de uso da terra geralmente resultam em modificações de 
propriedades físico-químicas do solo e cobertura vegetal, que, por sua vez, afetam os 
processos ecológicos do solo, tais como a ciclagem de nutrientes e as emissões de 
gases  (BISSET et al., 2011). A mecanização da agricultura e o manejo inadequado 
podem também ocasionar a compactação e desestruturação dos agregados do solo que 
associados ao uso de fertilizantes químicos e insumos agroquímicos potencializam os 
processos erosivos do solo (BRONICK; LAL, 2005).  
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 Além disso, a substituição da cobertura vegetal nativa por áreas agrícolas 
alteram o conteúdo e qualidade da MOS, afetando os estoques de COS e causando 
mudanças nos níveis dos principais elementos da MOS, tais como C e N (LIU et al., 
2006; CARVALHO et al., 2010). Em adição, as condições edafoclimáticas da região 
do Cerrado contribuem ainda mais para a rápida decomposição da MOS com 
consequente perda de nutrientes, que associada à baixa fertilidade natural dos solos 
pode limitar a sustentabilidade dos sistemas agrícolas  nestas regiões (WENDLING et 
al., 2011). A MOS é um componente importante em solos do Cerrado com impacto 
significativo na ciclagem de nutrientes, atividade biológica, capacidade de troca 
catiônica e estabilidade e estrutura do solo (MADARI et al., 2009; CALLEJA-
CERVANTES et al., 2015).  
 As mudanças na estrutura do solo e a redução dos teores de MOS alteram as 
propriedades físicas e químicas do solo com reflexos na capacidade de retenção de 
água e nutrientes, pH, e flutuações de temperatura afetando as comunidades 
microbianas do solo e seus processos biológicos associados (SOUZA et al., 2016). 
Essas alterações no ambiente geram condições de estresse para os micro-organismos 
do solo que precisam desenvolver mecanismos de adaptações para conseguir manter 
sua viabilidade (PINTO et al., 2006). No entanto, essas estratégias de adaptação são de 
alto custo fisiológico podendo alterar a composição da comunidade microbiana ativa, 
com reflexos nos ciclos de nutrientes e fluxo de energia do ecossistema (SCHIMEL et 
al., 2007).  
 Os micro-organismos do solo, através dos ciclos biogeoquímicos desempenham 
um papel importante na ciclagem de nutrientes e decomposição da MOS com 
consequente importância na estabilização do solo (ZHONG et al., 2009; CHEN et al., 
2010). Uma vez que diferentes grupos microbianos produzem diferentes enzimas 
envolvidos na dinâmica do C e N, as mudanças na composição da comunidade 
microbiana têm implicações importantes para o funcionamento do solo (XUN et al., 
2015).  
 De forma que a  produtividade dos sistemas agrícolas é, em parte, dependente 
dos processos funcionais das comunidades microbianas do solos (DORAN; ZEISS, 
2000). Assim, os micro-organismos são essenciais para a sustentabilidade em longo 
prazo dos sistemas agrícolas, sendo um componente importante na formação e 
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produtividade do solo (CHEN et al., 2010). Têm sido relatado que as comunidades 
microbianas do solo são sensíveis às práticas agrícolas e manejo do solo (BRESOLIN 
et al., 2010; TUPINAMBÁ et al., 2016; BABUJIA et al., 2016; DE-CASTRO et al., 
2016). E que as condições ambientais e os níveis de nutrientes adicionados ao solo 
também exercem forte influência sobre as comunidades microbianas do solo (FAORO 
et al., 2010; CHINNADURAI et al., 2014; RODRIGUES et al., 2014; CALDWELL et 
al., 2015; ZHALNINA et al., 2015; TAMILSELVI et al., 2016). Ensaios de longo 
prazo com adubação orgânica e inorgânica revelaram que as alterações nos níveis de 
carbono orgânico e pH, devido à adubação, são importantes fatores que afetam a 
atividade e composição microbiana do solo (MANZONI et al., 2012; GEIS-SELER; 
SCOW, 2014).  
 Estudos sobre a diversidade microbiana em solos do Cerrado têm demonstrado 
uma complexa rede de diversidade e interações ainda pouco conhecidas (QUIRINO et 
al., 2009; ARAUJO et al., 2013). E embora a importância ecológica que as 
comunidades microbianas representam nos solos seja um consenso para as ciências do 
solo, pouco se sabe sobre a abundância e estrutura das comunidades microbianas 
associadas ao solo do Cerrado (RAMPELOTTO et al., 2013)฀ Assim, como ainda não 
é bem compreendido como as comunidades microbianas associadas ao solo do 
Cerrado são modificadas pela adição de fertilizantes químicos, orgânicos e 
organominerais. Sendo necessário estudos mais detalhados que permitam compreender 
como as alterações na estrutura da comunidade e suas funções, frente à aplicação 
destes fertilizantes, interferem na qualidade e sustentabilidade do solo.  
 
Matéria Orgânica do Solo (MOS) 
 O solo é um recurso essencial não renovável com taxas de degradação 
potencialmente rápidas e processos de formação e regeneração extremamente lentos 
(VAN-CAMP et al., 2004). Por isso a preocupação com os avanços dos processos 
degradativos do solo tem aumentado nos últimos anos, principalmente, devido a 
intensificação das atividades agrícolas (LAGOMARSINO et al., 2011).  
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 O uso da terra e práticas agrícolas, tais como preparo do solo, irrigação e 
adubação, aceleram as perdas de MOS, além de contribuir para alterações na 
composição e atividades de comunidades microbianas com reflexos nos processos 
biogeoquímicos (MGANGA et al., 2016). Além disso, a aplicação em longo prazo de 
fertilizantes químicos sem aportes de materiais orgânicos, tem sido identificada como a 
força motriz dos processos erosivos e degradativos do solo com consequente redução da 
qualidade e fertilidade do solo (LIU et al., 2006; ZHANG et al., 2015b). 
 O conceito de qualidade do solo inclui a avaliação das propriedades e processos 
do solo, e como eles se relacionam para manter o equilíbrio entre componentes 
químicos, físicos e biológicos que contribuem para a saúde do solo e o fornecimento de 
serviços ambientais (MUSCOLO et al., 2014). Assim, a melhoria e manutenção da 
qualidade do solo é crucial não só para preservação do meio ambiente, mas também 
para uma agricultura sustentável (TRIPATHY et al., 2014).  
 Além de ser uma das principais fontes de carbono e nutrientes no solo, a MOS é 
considerada uma medida da qualidade do solo, devido às funções benéficas que 
desempenha em uma variedade de processos do solo e também por que sua qualidade 
afeta outras características física, químicas e biológicas do solo (BREVIK, 2012; 
GIACOMETTI et al., 2013).  
 A MOS contribui para aumentar a elasticidade e resistência a deformação 
reduzindo os efeitos da compactação do solo (SELLAMI et al., 2008). A compactação 
ocorre quando as partículas do solo são comprimidas, reduzindo o espaço de poros entre 
elas em resposta à pressão exercida por máquinas sendo um dos principais processos de 
degradação física do solo, associados às atividades agrícolas (PARADELO et al., 2013).  
 A quantidade de MOS também é diretamente relacionada com a preservação dos 
agregados do solo, que por sua vez contribui para estabilidade e melhoria da estrutura 
do solo reduzindo os processos de erosão (NOVARA et al., 2011). A estrutura do solo é 
uma propriedade fundamental do solo, determinando a sua capacidade para transportar e 
reter água, ar e nutrientes, e para proporcionar habitats para fauna e micro-organismos 
(ZHOU et al., 2014).  
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 A MOS é uma combinação complexa de substâncias, cuja dinâmica é governada 
pela adição de resíduos orgânicos de diversas natureza e pela contínua transformação 
destes resíduos sob ação de fatores químicos, físicos e biológicos (HUR et al., 2013). É 
constituída de três componentes principais sendo um componente ativo composto pela 
biomassa microbiana, um componente lábil que pode ser rapidamente biodegradado por 
micro-organismos do solo e um componente cujos os compostos orgânicos são 
recalcitrantes e interagem com frações minerais sendo de difícil degradação, 
representados pelas substâncias húmicas (SCHMIDT  et al., 2011; ABUJABHAH et al., 
2016).  
 Têm sido relatado que a porção estável da MOS é provavelmente de origem 
microbiana, sendo controlada pelo acesso e capacidade dos micro-organismos do solo 
em degradar a MO (LIAGN; BALSER, 2011). Sendo que a quantidade de C derivado 
dos processos microbianos é determinado pelo equilíbrio entre a mineralização e 
assimilação do carbono (GUENET et al., 2015).  
 A degradação da MO pelos micro-organismos do solo são mediadas por enzimas 
cuja a síntese é controlada por inúmeros fatores bióticos e abióticos como a 
disponibilidade de nutrientes e água, condições ambientais, estrutura da comunidade 
microbiana do solo e complexidade química da MO (ALLISON et al., 2013). A 
complexidade química da MO tem sido considerada como o principal fator que regula 
sua decomposição, uma vez que compostos simples como hidratos de carbono e 
aminoácidos com baixos teores de lignina são rapidamente decompostos, enquanto que 
compostos quimicamente complexos como lignina e compostos aromáticos alifáticos 
são decompostos mais lentamente sendo acumulado nos solos (NG et al., 2014; 
CREAMER et al., 2015). Além da complexidade química o acesso da comunidade 
microbiana aos compostos a serem degradados também influenciam nas taxas e 
velocidade de degradação da MOS (DUNGAIT et al., 2012).  
 Assim, os teores de MOS variam de acordo com a vegetação, mineralogia e 
geomorfologia do solo, fatores ambientais, composição da comunidade microbiana, 
alterações do uso do solo, e também com a natureza do C orgânico adicionado no solo 
(ALARCON-GUTIERREZ et al., 2010). Enquanto o uso de fontes recalcitrantes de 
carbono pode favorecer os estoques de COS, a adição de carbono lábil pode diminuir 
devido a rápida mineralização da MOS (HERRERA; ROMANYA, 2015). Outro 
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elemento importante no ciclagem da MOS é o nitrogênio, que é um nutriente de baixa 
disponibilidade nos solos, sendo um fator limitante dos processos e produtividade 
biológica (ROS et al., 2011).  
 A influência do N no ciclo do C decorre do fato que a disponibilidade de N 
interefere na mineralização e imobilização de C na biomassa microbiana que por 
consequência afeta o tamanho e qualidade dos reservatório de MOS (KNICKER et al., 
2011). Além disso, as populações microbianas variam nas suas preferências e 
estratégias na aquisição de substratos e nutrientes (GOLDFARB et al., 2011), sendo que 
alguns micro-organismos podem apresentar maior capacidade de aquisição de 
nutrientes, apresentando vantagens dentro da comunidade microbiana do solo 
(BANERJEE et al., 2016). Com base na sua capacidade de aquisição de nutriente os 
micro-organismos do solo podem se organizar em grupos tróficos e nichos 
funcionalmente distintos (SCHIMEL; SCHAEFFER, 2012).  
 Do ponto de vista funcional, os micro-organismos do solo podem ser divididos 
em dois grupos: micro-organismos oligotróficos (K-estrategistas), que são adaptados 
para utilizar fontes recalcitrantes de C, e os micro-organismos copiotróficos (R-
estrategistas), que são adaptados para o uso de fontes de matéria orgânica mais lábeis 
(ELIERS et al., 2010; BERNARD et al., 2007). Enquanto a decomposição da MOS é 
um processo que envolve uma grande variedade de micro-organismos (SCHIMEL; 
SCHAEFFER, 2012), a importância relativa de grupos microbianos específicos podem 
variar de acordo com as condições ambientais, de tal forma que alguns grupos podem 
desempenhar um papel funcional mais importante do que outros em determinadas 
condições (RAMÍREZ-VILLANUEVA et al., 2015).   
 Têm sido proposto que a decomposição de resíduos orgânicos podem ser 
inicialmente dominados por comunidades R-estrategistas que preferem matéria orgânica 
lábil com elevado teor de nutrientes, enquanto que as comunidades K-estrategistas que 
conseguem energia de MO degradada com baixo teores de nutrientes podem dominar o 
ambiente em condições em que os nutrientes já foram utilizados ou são limitantes 
(FIERER et al., 2010; REED; MARTINY, 2013).  
 Algumas práticas agrícolas tem sido adotas visando aumentar os teores de MOS 
tais como plantio direto, regresso de palhada e adição de fertilizantes orgânicos, ou 
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ainda uma combinação entre estas práticas (PAUSTIAN et al., 2000). O uso de 
fertilizantes orgânicos estabilizados tem sido considerados uma estratégia eficiente par 
restaurar a fertilidade de solos degradados pelo fato de fornecerem vários nutrientes e 
aumentar MOS contribuindo para melhoria nas propriedades físico-químicas e 
biológicas do solo (SHISANYA et al., 2009; LIU et al., 2010). Assim a utilização 
correta de fertilizantes orgânicos, quer isoladamente ou em combinação com os 
fertilizantes minerais podem contribuir para aumentar os teores de MOS com reflexo na 
fertilidade e produtividade agrícola (MANDAL et al., 2005). 
 
Uso de resíduos orgânicos na agricultura 
 O Brasil, nas últimas décadas, vem apresentando acentuado crescimento no 
agro-negócio colocando-o em posição de destaque no processo de desenvolvimento do 
país (FERREIRA-FILHO; HORRIDGE, 2014). Entretanto, os significativos avanços 
nesse setor implicam no aumento do consumo de insumos e na geração de grandes 
quantidades de resíduos agroindustriais que acabam se tornando passivos ambientais 
(PETRUCCIOLLI et al., 2011).   
O acúmulo destes resíduos geram impactos ambientais que podem estar 
associados a alta geração em termos quantitativos, a lenta degradabilidade em certos 
casos, e, em outros, da geração de subprodutos que podem ser tóxicos, cumulativos ou 
de difícil degradação (FUESS; GARCIA, 2014). Apesar dessas características quanto ao 
potencial poluidor, os resíduos agroindustriais, apresentam alto valor econômico 
agregado devido à natureza orgânica e elevada concentração de nutrientes, podendo 
assim, ser reaproveitados na agricultura como fertilizantes orgânicos ou 
organomineraiais (IPEA, 2012).  
 No entanto, alguns fatores interferem na decomposição dos fertilizantes 
orgânicos no solo, como a quantidade e qualidade da  MO adicionada (TRINSOUTROT 
et al., 2000; NICOLARDOT et al., 2001). Por isso, a qualidade do resíduo utilizado na 
produção do fertilizante orgânico é uma característica importante, pois resíduos com 
baixa relação C:N têm elevada capacidade de disponibilizar nutrientes. Por outro lado, a 
alta relação C:N resulta na imobilização de nutrientes na biomassa microbiana, afetando 
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o crescimento e desenvolvimento das plantas (MOREIRA; SIQUEIRA, 2002; HADAS 
et al., 2004). Desse modo, o êxito da utilização agrícola de fertilizantes produzidos a 
partir de resíduos orgânicos irá depender da estabilidade da matéria orgânica e das 
propriedades físicas, químicas e biológicas do material (EDMEADES, 2003; 
HABTESELASSIE et al., 2006). 
 Por isso é altamente recomendável que os resíduos orgânicos sejam submetidos a 
um processo de estabilização antes de serem adicionados ao solo (WOOLF et al., 2010). 
Os processos de compostagem e pirólise tem sido apontados como métodos eficientes 
para tratamento e reciclagem de resíduos orgânicos (FARRELL; JONES, 2009; 
ANDERSON et al., 2011). Quando realizados da forma correta, além da estabilização 
do resíduo, estes processos contribuírem para a eliminação de patógenos e compostos 
tóxicos, redução do volume de água e concentração de nutrientes (CHEN et al., 2010). 
  O produto final obtido tanto no processo de compostagem como no processo de 
pirólise, pode ser utilizado como fertilizante orgânico fornecendo nutrientes e 
contribuindo para a melhoria das propriedades bio-físico-químicas do solo como tem 
sido demonstrado por inúmeros estudos (BIEDERMAN; HARPOLE, 2013; 
THANGARAJAN et al., 2013; MCCORMACK et al., 2013; FARRELL et al., 2014).   
Os fertilizantes orgânicos são conhecidos por melhorar a qualidade e estrutura do 
solo (BRONICK; LAL, 2005), bem como estimular a biomassa microbiana (MASTO et 
al., 2006; JANNOURA et al., 2014) as atividades enzimáticas (FLORES et al., 2011) e 
diversidade, estrutura e abundância funcional da comunidade do solo (NEMERGUT et 
al., 2010). Por conterem altos teores de MO, os resíduos orgânicos também contribuem 
para diversas propriedades químicas do solo, assim como aumento da capacidade de 
troca catiônica (CTC), maior complexação de elementos tóxicos e de micronutrientes, 
além de melhorar a estrutura, promover maior infiltração de água e aumentar a aeração 
do solo (BURTON; TURNER, 2003; KAUR et al., 2007).  
 Quando o fertilizante orgânico é utilizado ocorre uma liberação gradual dos 
nutrientes à medida que são demandados para o crescimento da planta, o que é uma 
vantagem em relação à aplicação de fertilizantes minerais (TEIXEIRA, 2013). Por outro 
lado a mineralização de alguns materiais orgânicos pode ser excessivamente lenta, de 
forma que os nutrientes não são disponibilizados em quantidades suficiente, e o 
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crescimento da planta pode ser limitado por carência nutricional (DIACONO; 
MONTEMURRO, 2010).  
Além disso, o efeito dos fertilizantes orgânicos sobre o rendimento da cultura é 
lento e variável (KHALIQ et al., 2006; JEFFEY et al., 2011). E os fertilizantes 
orgânicos ainda tem o inconveniente de apresentar proporções desbalanceadas de NPK, 
diferente das fórmulas comerciais de fertilizantes minerais, cuja composição pode ser 
balanceada de acordo com a necessidade da cultura (JÚNIOR et al., 2011).  Assim, 
apesar das vantagens que os fertilizantes orgânicos proporcionam ao solo, os 
agricultores preferem utilizar fertilizantes inorgânicos para garantir o rendimentos das 
culturas, principalmente em sistemas de agricultura intensiva, com flutuações das 
condições ambientais (KENNEDY; SMITH, 2007). 
Com isso, para viabilizar o uso de resíduos orgânicos, alguns desafios precisam 
ser superados, como o desequilíbrio de nutrientes frente às necessidades das culturas, a 
concentração de nutrientes relativamente baixas em comparação aos fertilizantes 
minerais, o grande volume de resíduos que encarece e dificulta o transporte, a 
distribuição de forma homogênea, o conhecimento técnico acerca da quantidade, época 
e modo de aplicação, além das preocupações ambientais decorrentes da contaminação 
por resíduos não estabilizados que podem apresentar altos níveis de patógenos e 
compostos tóxicos as plantas (WESTERMAN; BICUDO, 2005; FARREL et al., 2013; 
ZHAO etl al., 2016). Uma das maneiras adotadas para solucionar essa questão é a 
utilização conjunta de fertilizantes minerais e resíduos orgânicos (LIU et al., 2009).  
Estudos relatam que quando se utiliza um fertilizante cujo a fração mineral está 
associada à uma fração orgânica ocorre uma liberação gradual dos nutrientes à medida 
que são demandados para o crescimento da planta, representando uma vantagem em 
relação à aplicação de fertilizantes minerais somente (SOUZA, 2014; INSAM et al., 
2015). Além disso, a aplicação de um produto orgânico e um fertilizante mineral 
separadamente causa diversos problemas, como o alto custo de aplicação (ARRUDA et 
al., 2011). Assim, a aplicação combinada do fertilizante orgânico e minerais pode 
melhorar a produtividade agrícola e a qualidade do solo sendo uma abordagem 
promissora para desenvolver estratégias de gestão de fertilizantes mais sustentáveis 
(AKANDE et al., 2010; NELISSEN et al., 2012).   
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O Resíduo Torta-de-filtro 
 O Brasil é o maior produtor mundial de cana de açúcar sendo também maior 
produtor e exportador de açúcar e etanol de cana-de-açúcar (COSTA et al., 2014). A 
área cultivada e colhida na temporada 2015/2016 foi de 9.070, 4 mil hectares, sendo a 
maior produção observada na região de São Paulo com 51,7% (4.687,6 mil hectares), 
seguido por Goiás com 9,8% (891,6 mil hectares) e Minas Gerais com 8,9% (808 mil 
hectares) (CONAB, 2015).  
 A agroindústria canavieira, em razão das extensas áreas de produção, é 
geradora de grandes quantidades de resíduos, os quais, pela natureza orgânica e elevado 
teor de nutrientes apresentam alto valor agregado, podendo ser reciclados para produção 
de fertilizantes orgânicos e orgaonominerais retornando ao sistema produtivo 
(PLEISSNER et al., 2015).  
 A torta de filtro é um resíduo gerado durante o processo de clarificação do 
caldo de cana-de-açúcar, cuja composição química pode variar em  função da variedade 
e  maturação da cana, tipo de solo e processo de clarificação (CONTRERAS et al., 
2009). Apresenta altos teores de matéria orgânica e fósforo (P), além de cálcio, 
nitrogênio, potássio, magnésio e micronutrientes como Fe, Mn e Cu (JÚNIOR, 2008). 
Além de conter de 0,5 a 1,8% de açúcar e cerca de 70 a 80% de água, sendo um 
excelente produto orgânico para a recuperação de solos exauridos ou de baixa 
fertilidade (SANTOS et al, 2014). 
 A torta de filtro é um resíduo produzido em grandes volumes (30-50 kg t-1 de 
cana moída) e por isso a maioria das usinas de açúcar têm problemas com sua gestão, 
manuseio, transporte e eliminação devido o alto teor de água, e o odor que atrai insetos 
e pragas, afetando negativamente a usina e seus arredores (TSAI et al., 2003; SEN; 
CHANDRA, 2007). Em função das dificuldades de gestão do resíduo as usinas acabam 
utilizando a torta de filtro fresca para fertilização das plantações de cana próximas às 
usinas, sendo essa prática adotada em quase todos os países produtores de cana 
(CHAUHAN et al., 2011). 
 Têm sido relatado como principais efeitos da torta de filtro sobre as 
propriedades do solo o aumento das concentrações de nitrogênio, fósforo e cálcio 
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(ROSSETO; DIAS, 2005; ALMEIDA-JÚNIOR et al., 2011). E devido a natureza 
orgânica pode também contribuir com aumento da capacidade de troca catiônica (CTC), 
capacidade de retenção de água e redução das concentrações de alumínio trocável (Al3+) 
e acidez do solo, devido as propriedades quelantes da MO sobre o alumínio 
(ROSSETO, 2008).  
 No entanto, a utilização excessiva e equivocada da torta de filtro fresca pode 
ocasionar lixiviação e escoamento de nutrientes contaminando águas superficiais e 
subterrâneas podendo, inclusive, causar eutrofização, devido os altos teores de fósforo e 
nitrogênio presentes nesse resíduo (KILLI et al., 2014). Além disso, devido a 
composição desbalanceada de nutrientes e o elevado teor de umidade são necessárias 
grandes volumes de torta para atingir a aplicação nutricional dos fertilizantes minerais, 
aumentando o custo com transporte e aplicação (ADORNA et al., 2013).  
 O odor desagradável durante a biodegradação biológica, a alta temperatura do 
resíduo (65°C), e o longo período de decomposição natural também são fatores 
limitantes a aplicação da torta de filtro fresca ao solo (SEN; CHANDRA, 2007). A 
elevada relação C:N da torta de filtro fresca é outro fator preocupante, relatos da 
literatura mencionam a imobilização de nutrientes e de fitotoxicidade após a aplicação 
de resíduos que não foram anteriormente estabilizados (RAJ; ANTIL, 2011). E por 
último a torta de filtro fresca pode conter micro-organismos patógenos acima dos níveis 
considerados seguros podendo ocasionar problemas de saúde pública (HIMANEN; 
HANNINEM, 2011). 
 Desta forma, descartar o resíduo torta de filtro fresca no solo pode tornar-se 
uma preocupação (BUTLER et al., 2001; KHWAIRAKPAM; BHARGAVA, 2009).  
Por isso, é necessário que a torta de filtro antes de ser utilizada no solo passe por um 
processo de estabilização (ANTIL et al., 2013). Quando submetidos a um processo de 
tratamento eficiente seja por compostagem ou pirólise, obtêm-se no final do processo 
um produto orgânico estabilizado que pode ser aplicado ao solo como fertilizante 
orgânico ou associado a fertilizantes minerais para produção de organominerais 
(FIRME, 2005; PRADO et al., 2013).  A utilização do resíduo torta de filtro 
estabilizado para a produção de organominerais pode reduzir a quantidade de 
fertilizante químico utilizados, melhorar a fertilidade dos solos, além de contribuir para 
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a gestão desse resíduo reduzindo o impacto negativo da indústria da cana de açúcar no 
meio ambiente (ODLARE et al., 2015). 
 
Compostagem de resíduo orgânicos 
A intensiva atividade na agricultura gera grandes quantidades de resíduos 
orgânicos (PAREDES et al., 2002). Estes resíduos devem ser geridos de acordo com 
práticas de eliminação adequadas, evitando impactos negativos sobre o meio ambiente 
(BURTON; TURNER, 2003). A compostagem é uma técnica que visa reciclar resíduos 
orgânicos em geral, como os produzidos na agroindústria, a exemplo da torta de filtro.  
O processo de compostagem elimina ou reduz o risco de propagação de 
patógenos, parasitas e sementes de ervas daninhas associadas aos resíduos, conduzindo 
a um produto final estabilizado, que pode ser usado para melhorar e manter a qualidade 
e fertilidade do solo (ZHANG; SUN, 2016). A compostagem de resíduos orgânicos é 
um processo oxidativo e aeróbio, onde comunidades microbianas diferentes 
mineralizam parte da MO contribuindo com a humificação de compostos recalcitrantes 
(SILVA et al., 2016).  
Durante a compostagem, vários micro-organismos atuam em um processo 
bioquímico complexo (DIAS, et al., 2010). Na primeira fase do processo micro-
organismos mesofílicos assimilam fontes de carbono prontamente disponíveis e 
solúveis (açúcares, aminoácidos e ácidos orgânicos) produzindo CO2, NH3, H2O, ácidos 
orgânicos e gerando calor (ADHIKARI et al., 2009). Nesse momento, os micro-
organismos mesofílicos são inibidos quanto ao crescimento e os endosporos de fungos e 
bactérias termofílicas sao estimulados (GOMES et al., 2007). Nesta etapa fontes de 
carbono facilmente assimiláveis já se esgotaram, restando polissacarídeos que fazem 
parte da constituicão da biomassa, como celulose, hemicelulose e pectina, cuja 
degradacão requer ação conjunta de enzimas extracelulares, que ocasionam elevacão da 
temperatura para próxima de 70oC (MONDINI et al., 2004). Quando essas temperaturas 
elevadas são atingidas ocorre a reducão de micro-organismos patogênicos que podem 
estar presentes no resíduo (HECK et al., 2013). 
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Geralmente, as formulações de mistura durante a compostagem são baseadas nas 
propriedades físicas e químicas das matérias-primas (BERNAL; ALBURQUERQUE; 
MORAL, 2009). Em alguns casos, no entanto, as propriedades físicas e químicas dos 
resíduos orgânicos podem tornar os resíduos inadequados para compostagem 
(CAYUELA et al., 2010). Estas propriedades podem resultar em decomposição 
insuficiente e falta de saneamento do produto final, além de perdas do nitrogênio (N) 
dos resíduos para a atmosfera como um poluente (ZHANG; SUN, 2015). Além disso, o 
processo de compostagem é muito afetado pelas condições ambientais (temperatura, 
teor de umidade, pH, e aeração) e também pelas propriedades dos resíduos orgânicos 
(relação C/N, tamanho de partícula, e teor de nutrientes) (IQBAL et al., 2010). Se as 
condições da compostagem não são apropriadas, a eficiência do processo é 
comprometida, sendo necessário um longo período para que o resíduo seja 
biodegradado, ou caso a compostagem seja interrompida, será gerado um composto 
final não estabilizado (KHALIL et al., 2008).  
A aplicação de um composto instável (imaturo) ao solo pode inibir o 
crescimento de plantas porque os micro-organismos competem por nutrientes do meio 
para manter a atividade de seus processos metabólicos (SANCHUKI et al., 2011). 
Outro problema decorrente da adição de um composto instável com elevada relação 
C/N ao solo é a imobilização do nitrogênio na biomassa microbiana tornando-o 
indisponível para plantas (SILVA et al., 2016). Além disso, compostos instáveis 
adicionados aos solos podem ser fitotóxicos devido a emissão de amônia e presença de 
substâncias fitotóxicas como compostos fenólicos, ácidos orgânicos de baixo peso 
molecular (ácido acético, propiônico e butírico) que são subprotudos intermediários da 
decomposição microbiana e óxido de etileno que é sintetizado durante a decomposição 
do composto instável no solo (GÓMEZ-BRANDÓN et al., 2008;  CHEUNG et al., 
2010).  
Estes problemas no processo de compostagem podem ser reduzidos ou 
eliminados com a adição de nutrientes, principalmente nitrogênio, fósforo e magnésio, 
nas formas orgânicas, proporcionando um ambiente adequado para o crescimento e 
atividade microbiana (SANCHUKI et al., 2014). Além disso, a adição de nutrientes, 
levam a maior intensidade dos processos metabólicos dos micro-organismos, reduzindo 
o tempo de compostagem, e ainda favorecendo a biodegradação do resíduo em um 
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composto orgânico mais estável, rico em substâncias húmicas, que pode ser utilizado 
como fertilizante orgânico ou ainda associado a minerais inorgânicos para produção de 
fertilizantes organominerais (JÚNIOR et al., 2010; ZHANG et al., 2013).  
 
O processo de pirólise para obtenção de biochar 
O biocarvão (biochar em inglês) é um produto rico em carbono obtido quando 
uma biomassa ou material orgânico sofre decomposição térmica em condicões 
limitadas ou na ausência de oxigênio, processo conhecido como pirólise (LEHMANN, 
2007). Distingue-se do carvão vegetal e materiais semelhantes por seu uso como 
condicionador de solo (LEHMANN; JOSEPH, 2009). As propriedades do biochar são 
diferentes das do carvão vegetal embora ambos sejam materiais ricos em carbono 
(NIELSEN et al., 2014). O biochar é um produto não totalmente carbonizado, sendo 
produzido em temperaturas de pirólise mais baixas (< 500°C) se comparadas ao 
processo de produção do carvão vegetal (OLESZCZUK et al., 2012).  
Biochar pode ser produzido a partir de um grande número de resíduos 
(RUTHERFORD et al., 2012). Além disso, o processo de pirólise reduz o volume de 
biomassa podendo ser util para a reciclagem de residuos agrícolas gerados em grandes 
quantidades (ABDELHAFEZ et al., 2014). O processo de pirólise também promove a 
eliminacão de patógenos presentes nos resíduos, diminuindo a contaminação associada 
ao descarte destes para o meio ambiente (AHMAD et al., 2014).  
As características do biochar variam em função do tipo de resíduo, do tamanho 
de partícula deste resíduo e das condições de pirólise, como temperatura e tempo 
(pirólise rápida ou lenta) (PAZ-FERREIRO et al., 2013). Desta forma, o biochar pode 
conter grandes quantidades de carbono, macro e micronutrientes dependendo da 
matéria-prima e das condições do processo de pirólise (ENDERS et al., 2012; RONSSE 
et al., 2013; WIEDNER et al., 2013). Isto resulta num produto que pode apresentar 
amplas variações nas propriedades físicas e químicas, tais como o conteúdo de carbono 
e nitrogênio, área superficial, conteúdo de cinzas, capacidade de neutralização de 
ácidos, e interação com a solução do solo resultando em reações marcadamente 
diferentes (UCHIMIYA et al., 2011). Assim o comportamento do biochar no solo, sua 
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persistência e efeito no funcionamento bioquímico do solo pode variar de acordo com o 
tipo de solo e das características do biochar  (HARVEY et al., 2012).  
A elevação da temperatura de pirólise aumenta a quantidade de estruturas 
aromáticas no biochar e simultaneamente diminui a quantidade de carbono lábil 
disponível à biodegradação microbiana (BALDOCK; SMERNIK, 2002). Biochars 
produzidos a partir de materiais ricos em compostos de C lábeis, tais como resíduos 
orgânicos, podem fornecer maios teores de C disponível para a comunidade microbiana 
do solo do que aqueles produzidos a partir de materiais ricos em lignina e celulose 
como a madeira (FANG et al., 2015). Além disso, dependendo das condições de 
pirólise, um biochar produzido a partir do mesmo material pode apresentar diferentes 
características como áreas de superfície, porosidade específica, pH e concentração de 
nutrientes (SMIDER; SINGH, 2014).  
Biochar tornou-se um tema intensamente discutido dentro da ciência do solo nos 
últimos anos, devido seus efeitos benéficos sobre a saúde do solo e produtividade 
agrícola (XU et al., 2014). A literatura tem relatado que aplicação de biochar no solo 
pode melhorar a qualidade do solo e aumentar a produtividade agrícola (REEVE et al., 
2010; JEFERY et al., 2011; JONES et al., 2012). O biochar representa uma forma 
estável da matéria orgânica em função de suas estruturas aromáticas, sendo uma 
eficiente ferramenta para promover o aumento da capacidade de troca catiônica (CTC) 
do solo (MADARI et al., 2006; SOHI et al., 2010). Apresenta também alta porosidade e 
elevada área de superfície específica, fato que confere condições favoráveis para 
absorção de compostos orgânicos solúveis, podendo contribuir não só com a 
disponibilidade de nutrientes, mas também com a retenção de água no solo, 
principalmente os de textura arenosa (GLASER; LEHMANN; ZECH, 2002).   
Além disso, ao contrário da maioria das materiais orgânicos adicionados ao solo, 
que são facilmente decompostos, a natureza recalcitrante de biochar aumenta o seu 
potencial como material que se altera em longo prazo, assim sua adição ao solo é uma 
medida promissora para o armazenamento, em longo prazo, de carbono no solo (CHAN 
et al., 2007; FELLET et al., 2011). Por isso tem crescido o interesse na utilização de 
biochar para alterar solos ácidos ou pobres em nutrientes a fim de promover a 
restauração ecológica do solo e ao mesmo tempo, realizar o seqüestro de carbono 
(LEHMANN et al., 2003; XU et al., 2013).  
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Por ser mais resistente a decomposicão o biochar pode também imobilizar 
contaminantes durante um longo período, protegendo, assim, as plantas e micro-
organismos contra a toxicidade (BEESLEY et al., 2011). Além disso, em razão da 
elevada aromaticidade e área superficial, o biochar tem sido considerado um sorvente 
eficaz de poluentes orgânicos e inorgânicos (TONG et al., 2014). As alterações nas 
propriedades físicas podem levar a mudanças em outras propriedades do solo, 
principalmente químicas e biológicas, em função do surgimento de sítios quimicamente 
reativos e habitats de proteção para micro-organismos do solo (GREGORY et al, 2014; 
DOMENE et al., 2014). 
Têm sido relatado, também que a adição de biochar ao solo pode alterar a 
atividade e dinâmica das populaçãos microbianas de diferentes maneiras, dependendo 
de ambas as propriedades do solo e do biochar (DUCEY et al., 2013; AMELOOT et al., 
2013; RUTIGLIANO et al., 2014). Estes resultados sugerem que as respostas à adição 
de biochar no solo são dependentes do tipo de solo, da taxa de adição e também das 
características do biochar (LIANG et al., 2014). Alguns estudos têm revelado que a 
adição biochar pode ter impactos negativos sobre as propriedades do solo, podendo 
adsorver agroquímicos, como pesticidas e também a MO do solo dificultando o acesso 
de enzimas microbianas (ZIMMERMAN et al., 2011). O biochar pode também 
apresentar em sua composição compostos tóxicos, dependendo dos materiais utilizados 
para sua produção (KOOKANA et al., 2011).  
Devido estas variações tem sido sugerido que a qualidade do biochar varia com 
a matéria-prima, as condições de produção, e também das condições de armazenamento 
do biochar produzido (ANTAL; GRONLI, 2003). Neste sentindo, tem sido propostos 
alguns parâmetros que devem ser medidos para avaliar a qualidade do biochar, dentre 
os quais estão a densidade, teor de CO, teor de cinzas, teor de nutrientes, composição 
elementar, área superficial, porosidade, grupos funcionais de superfície, capacidade de 
troca catiônica, e as propriedades de sorção (GASKIN et al., 2009). Como uma alteração 
para o sequestro de carbono e melhoria da fertilidade do solo, biochar também deve ser 
avaliado quanto a estabilidade de carbono,  quantididade de nutrientes  e a dinâmica de 
disponibilidade desses nutrientes para plantas (LIANG et al., 2014). Todavia, nem 
sempre é possível utilizar todas essas medidas para caracterizar os biochars produzidos, 
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o que dificulta a compreensão  de como as características específicas dos diferentes 
biochars podem intergarir com as propriedades do solo gerando diferentes resultados.  
Assim, embora o uso de biochar como fertilizantes apresentem vantagens como 
a redução dos custos com adubações químicas, a melhoraria da fertilidade e produção 
agrícola e a mitigação de danos ambientais, principalmente, os associados às emissões 
de gases de efeito estufa através do armazendamento de C no solo. A compreensão das 
interações entre biochar, solo e processos biológicos, incluindo o impacto direto do 
biochar na microbiota do solo ainda são limitadas. Além disso, o efeito do biochar nas 
propriedades físicas, químicas e biológicas do solo a médio e longo prazo ainda não são 
conhecidos. Como também ainda, não está claro quais os efeitos da incorporação do 
biochar ao solo sobre a dinâmica da MOS, diversidade e funcionalidade da comunidade 
microbiana do solo, e qual seria a influência desse material na forma de disponibilizar 
nutrientes para as plantas. 
 
O nitrôgenio no sistema agrícola 
O nitrogênio é um dos nutrientes mais utilizados para aumentar e manter a 
produção das culturas, sendo considerado um importante elemento na manutenção da 
sustentabilidade e viabilidade econômica de sistemas de produção (LEBAUER; 
TRESEDER, 2008; ABBASI et al., 2011).  
É o nutriente mineral requerido em maior quantidade pelas plantas, as quais o 
assimilam nas formas inorgânicas, como ion amônio (NH4+) ou ions de nitrato (NO3−) 
(SPINELLI et al., 2013).  A demanda de nitrogênio na planta ocorre por ele ser 
encontrado em grandes quantidades como constituinte essencial de aminoácidos, 
proteínas, bases nitrogenadas, fitohormônios, clorofila, entre outras moléculas 
(KNORR et al., 2005). Contudo, é o nutriente mais difícil de ser manejado nos solos de 
regiões tropicais e subtropicais, em função do grande número de reações que ocorrem 
com esse elemento no solo e da rapidez de algumas dessas transformações (SOUZA; 
SORATTO, 2006; BASTOS et al., 2008).  
Tem sido relatado que mais de 50% do N aplicado não é assimilado pelas 
plantas sendo perdido através de diferentes mecanismos, tais como volatilização de 
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amônia (NH3), nitrificação, desnitrificação, escoamento e lixiviação superficial 
(GAIHRE et al., 2015). Além disso, aplicações de N fertilizantes também estão sujeitas 
à imobilização na biomassa microbiana do solo, sendo que condições de elevada 
realação C:N do solo favorecem o aumento da imobilização de N na biomassa 
microbiana. (MALHI, et al., 2001). 
A imobilização de N pode ser controlada por fatores bióticos e abióticos que 
influenciam tanto as perdas como a disponibilidade de N para as cultura 
(HABTESELASSIE et al., 2006). N inorgânico adicionado ao solo pode ser 
imobilizado pela biomassa microbiana do solo, principalmente como ácidos nucleicos, 
açúcares e aminoácidos (NANNIPIERI; ELDOR, 2009). Estes componentes 
microbianos podem ser posteriormente remineralizados ou redistribuídos entre as 
frações heterogêneas e menos instáveis da MOS (DEVÊVRE; HORWATH, 2001).  
Assim,  a mineralização e imobilização de N pelos micro-organismos do solo 
estão intimamente associado com a decomposição e estabilização do MOS, sendo o 
equilíbrio entre estes processos que define a disponibilidade de N para absorção pelas 
plantas (SAID-PULLICINO et al., 2014).  Como N é um fator limitante para atividade 
dos micro-organismos do solo, principalmente em solos tropicais que apresentam 
baixos teores desse nutriente, a adição de N, pode modificar a biomassa e atividade 
microbiana, como também alterar a composição e funcionalidade das comunidades 
microbianas do solo, com reflexos sobre a estrutura e função do ecossistema 
(SARATHCHANDRA et al., 2001).  
A ureia é a fonte de N mais utilizada na agricultura em todo o mundo e tende a 
permanecer como principal fertilizante nitrogenado pelas vantagens que apresenta em 
relação aos demais (XIAOYU et al., 2013). Ureia é o fertilizante nitrogenado sólido 
primário no mercado devido à sua alta concentração de N (46%) que favorece o 
transporte, estocagem, manuseio e aplicação, alta solubilidade em água, e a boa 
absorção dos produtos de sua hidrólise pelas plantas (YASIN-NAZ; SULAIMAN, 
2016).  
No entanto, as perda de nitrogênio por volatilização NH3 tem sido uma 
preocupação primordial quando a ureia é aplicada a superfícies de ambos os solos 
ácidos e alcalinos (HU et., 2016). Isso porque a ureia, quando aplicada ao solo, está 
  
 
25 
sujeita a ação da urease que hidrólisa a uréia em amônia (NH3) e dióxido de carbono 
(CO2) na reação: CO(NH2)2 → NH3 + CO2 (ZAMAN et al., 2013). Após a aplicação, a 
ureia é rapidamente hidrolisada resultando no aumento do pH do solo ao redor do 
grânulo de ureia, favorecendo ainda mais as perdas por volatilização (DAWAR et al., 
2011). Estima-se que as perdas de N devido a volatilização de NH3 a partir da ureia 
ultrapassam 50% (SOMMER et al., 2004).  
As perdas de N dependem do tipo de solo,  pH,  capacidade de tamponamento, 
temperatura e umidade do solo e pode ser aumentada pela presença de resíduos de 
plantas que aumentem a atividade da urease em solos (SOARES et al., 2012). Além 
disso as perdas de N são mais elevadas em climas quentes (BOUWMAN et al., 2002). 
Estudos de campo no Brasil relataram perdas médias de 20-30% do N aplicado 
(CANTARELLA et al., 2008).  
Além de reduzir a eficiência de aplicação da ureia com impactos economômicos 
para os agricultores, as perdas de N por volatilização tem efeitos ambientais 
potencialmente negativos, como a acidificação do solo, eutrofização das águas 
superficiais e subterrâneas, perda de biodiversidade, formação de partículas finas (com 
riscos à saúde humana) e as emissões secundárias de óxido nitroso (SALAZAR et al., 
2012). A agricultura representa 60% das emissões antrópicas de N2O sendo o aumento 
da utilização de fertilizantes nitrogenados sintéticos o fator que mais contribui para os 
aumentos de N2O atmosférico (VAN DER WEERDEN et al., 2016).  
Diante da necessidade de melhorar a eficiência da utilização da ureia e reduzir 
os impactos ambientais decorrentes do seu uso, vários compostos com potencial de 
atuar como inibidores da urease têm sido avaliados (CHIEN et al., 2009). Entre os 
vários tipos de inibidores da urease, que foram identificados e testados, N-(n-butil) 
triamida tiofosfórico (NBPT) apresentou os melhores resultados sendo considerado 
eficaz em concentrações relativamente baixas, de 0,01 a 0,5% (SANZ-COBENA et al., 
2008). A inibição da urease ocorre por que o inibidor ocupa o sítio ativo da enzima 
impedindo sua ação, retardando e reduzindo o grau e a velocidade de volatailização de 
NH3 (RAWLUCK et al., 2001). No entanto, apesar dos resultados positivos que tem 
sido relatado na literatura do efeito do inibidor NBPT na ação da enzima urease, este 
ainda apresenta um custo elevado, o que dificulta sua incorporação para produção de 
fertilizantes nitrogenados a base de ureia em grande escala.  
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Assim, visando também diminuir os custos associados a fertilização nitrogenada 
tem sido avaliada outras fontes alternativas de adubação,  que permitam minizar as 
perdas de NH3 por volatilização e aumentar a eficiência da adubação nitrogenada, sendo 
uma das alternativas apontadas como viáveis o uso de fertilizantes organominerais (HU 
et al., 2016). O objetivo dessa mistura é aumentar o teor de nutrientes dos materiais 
orgânicos e aumentar a eficiência na absorção de N pelas plantas devido à liberação 
gradual desse nutriente quando incorporada a uma matriz orgânica (ZHAO et al., 2016). 
Além disso, resultados experimentais mostram que os fertilizantes 
organominerais têm diminuído a atividade da urease (SANZ-COBENA et al., 2008) e, 
com isso, retardado a hidrólise da ureia e, por sua vez, o pico de volatilização de NH3 
(SANZ-COBENA et al., 2012), com reflexos positivos no rendimento das culturas. A 
magnitude desses efeitos positivos varia muito com as características de solo, tipo de 
manejo e com as condições climáticas que alteram a volatilização de NH3 na época de 
aplicação do fertilizante e nos primeiros dias subsequentes a essa prática 
(CANTARELLA et al., 2008). 
 
Fertilizantes Organominerais 
Os fertilizantes organominerais são a mistura de fertilizantes minerais com 
compostos orgânicos, e essa combinação pode representar uma estratégia para melhorar 
a produtividade agrícola e a qualidade do solo (AKANDE et al., 2010). Os compostos 
orgânicos, geralmente apresentam níveis elevados de macronutrientes tais como N, P, 
K, Ca (AITA et al., 2007) e micronutrientes tais como B, Zn e Mn, além de contribuir 
para aumentar os teores de MOS (GIACOMINI et al., 2009). 
A combinação entre compostos orgânicos e fertilizante minerais pode contribuir 
para reduzir o impacto ambiental da atividade agropecuária, além de aumentar a 
fertilidade do solo (TEJADA; GONZALEZ, 2005; LIU et al., 2009). Além disso, sua 
utilização contribui para redução do uso de adubos químicos, diminuindo a dependência 
de fertilizantes importados com reflexo nos custos de produção e impactos ambientais  
(SOUZA et al., 2005). Outra vantagem do uso dos fertilizantes organominerais em 
relação aos fertilizantes minerais é o fato de utilizarem como matéria-prima resíduos 
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orgânicos que são passivos ambientais de outros sistemas de produção e que podem 
desta forma ser retornados ao processo produtivo (TEJADA et al., 2006; KIEHL, 
2008).  
Os fertilizantes minerais suprem a deficiência nutricional dos resíduos 
orgânicos, não sendo necessário aplicar altas doses para suprir a necessidade das 
culturas, podendo ser empregado em menores quantidades por área (BENITES et al., 
2010). Além disso, o aprisionamento dos minerais à uma fração orgânica promove a 
liberação gradativa de nutrientes reduzindo os processos de lixiviação, fixação e 
volatização (GUO et al., 2016).  
Os aminoácidos livres contidos nos fertilizantes organominerais, além de 
servirem como veículo de entrada de nutrientes para planta e de ser uma excelente fonte 
de energia inicial aos micro-organismos do solo, atuam como precursores de 
hormônios, essenciais ao processo de enraizamento (SANTOS et al., 2014). Os 
benefícios agronômicos dos fertilizantes organominerais são variados e dependem de 
fatores ambientais e biológicos (LEVRERO, 2009). Os efeitos positivos incluem 
fornecimento de nutrientes, retenção de água no solo, melhora no desenvolvimento 
radicular e propriedades bio-físico-químicas do solo (ATKINSON et al., 2010; 
JEFFERY et al., 2011), redução de perdas de nutrientes, redução à erosão, menor 
acidificação do solo com redução do uso de calcário, e menor custo operacional com 
aplicação conjunta do produto orgânico e mineral (CHEN e al., 2010; ANDERSON et 
al., 2011).  
Espera-se ainda, aumento da atividade microbiana no entorno da área de 
aplicação do fertilizante organomineral devido ao fornecimento de energia para os 
micro-organismos contida na fração orgânica, com reflexo também na ciclagem de 
nutrientes (NELISSEN et al., 2012; FARRELL et al., 2013). Assim, o uso de 
fertilizantes organominerais pode ser uma estratégia viável para melhorar a 
produtividade agrícola e a qualidade do solo (BIEDERMAN; HARPOLE, 2013; 
MCCORMACK et al., 2013; FARREL et al., 2014). 
 Morris et al. (2007) indicaram que o uso combinado de torta de filtro com 
fertilizantes minerais teve efeito benéfico sobre a produção de cana-de-açúcar em 
relação ao uso de fertilizantes minerais sozinho. Júnior et al. (2011) avaliando os efeitos 
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da torta de filtro em combinação com fertilizantes minerais verificaram um aumento das 
concentrações de fósforo, potássio e cobre nas partes aéreas da cultura, além da redução 
da acidez e concentrações de alumínio no solo, sugerindo que a associação da torta de 
filtro e fertilizantes minerais pode maximizar a produtividade e reduzir os custos 
associados com fertilizantes minerais. 
Na última década, o mercado brasileiro de fertilizantes organominerais cresceu a 
uma taxa média de 10% ao ano, sendo o consumo concentrado nos setores de 
olericultura, floricultura e plantas perenes, e apenas uma pequena parcela destinada a 
grãos e fibras (ABISOLO, 2009). A pouca utilização de organominerais para 
monoculturas pode ser atribuída a baixa concentração de nutrientes e as características 
físicas do produto, uma vez que a maior parte destes fertilizantes tem sido 
comercializados na forma de farelo ou pó, fator este que dificulta a utilização de 
implementos agrícolas do tipo plantadeira (CARVALHO et al, 2014). Assim, a 
producão de fertilizantes organominerais na forma granulada e/ou peletizada, de forma 
que sejam oferecidos ao mercado produtos padronizados e com concentracões de 
nutrientes equivalentes às fórmulas minerais comerciais, representa o principal desafio 
tecnológico para ampliacão do uso desses fertilizantes, em grande escala, no Brasil 
(RAO et al., 2007). 
 
Indicadores bioquímicos e microbiológicos do solo  
As exigências de uma agricultura competitiva e a preocupação com a integridade 
do meio ambiente têm estimulado uma demanda crescente para identificação de 
parâmetros que avaliem, precocemente e de modo eficaz, as alterações ambientais, 
indicando o nível de qualidade do solo e a sustentabilidade da produção agrícola. 
O solo, devido à imensa heterogeneidade fisica, química e biológica, é 
considerado o ambiente microbiano mais diverso no mundo, sendo que a maioria destes 
micro-organismos ainda não estão caracterizados e representam um reservatório enorme 
de diversidade genética e metabólica ainda nao explorado (DANIEL, 2005; BENT; 
FORNEY, 2008; MOCALI; BENEDETTI, 2010). Estima-se que cerca de 109 células 
microbianas estejam presentes em um grama de solo, sendo que existem 
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aproximadamente 104 a 107 espécies distintas neste ambiente (MARTINY et al., 2006; 
ROESCH et al., 2007). 
Por muito tempo o conhecimento das comunidades microbianas do solo foi 
limitado às técnicas de cultivo direto (JOSEPH et al., 2003).  Estes métodos são 
rápidos, baratos e podem fornecer informações importantes sobre o componente ativo, 
heterotróficos da comunidade microbiana do solo (MARTINY et al., 2006). No entanto,  
as limitações dessas técnicas não podem ser ignoradas (LI-ZHANG, 2008). Embora 
tenham sido feitas tentativas para conceber um conjunto de meios de cultura para 
maximizar a recuperação de diversos grupos microbianos de solos (LIU et al, 2007), 
apenas 0,1% a 1,0% dos micro-organismos do solo são cultiváveis e por isso a 
diversidade destas comunidades ainda são pouco conhecidas  (HE et al., 2006).  
A adoção de técnicas moleculares, indepentes de cultivo, têm permitido 
investigar a diversidade microbiana em vários solos (CHU et al., 2010). As informacões 
obtidas tem demonstrado que a análise das comunidades microbianas do solo podem 
prover importantes percepcões dentro da funcionalidade e estabilidade do ecossistema 
(BENT; FORNEY, 2008). O acesso a composição das comunidades microbianas têm 
permitido caracterizar padrões espaciais e temporais de diversidade, bem como 
respostas a mudanças nas condições ambientais, perturbações e práticas de gestão 
agrícola (SOGIN et al., 2006). Assim, têm sido cada vez mais reconhecido que a 
compreensão da ecologia microbiana do solo é de fundamental importância para a 
restauração e sustentabilidade dos agroecossistemas (POTTHOFF et al., 2006).  
Sabe-se que a complexidade da comunidade microbiana tem papel crucial para a 
funcionalidade do ecossistema (TIAN et al., 2013). A maioria dos processos do solo são 
mediados por micro-organismos que além de realizarem a ciclagem de nutrientes e 
decomposição da MOS participam ativamente nos ciclos biogeoquímicos do carbono, 
nitrogênio, fósforo e enxofre (JANGIND et al., 2011), estando envolvidos também na 
degradação de contaminantes no solo, supressão de patógenos, formação da estrutura do 
solo dentre outras funções  (ASAKAWA; KIMURA, 2008).  
Bactérias e Archaea têm um papel essencial nos processos dos ecossistemas, 
pois além de serem ubíquas, possuem enorme versatilidade fisiológica e metabólica 
atuando em praticamente todos os ciclos biogeoquímicos (ASHBY et al., 2007). A sua 
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diversidade fisiológica e filogenética é consideravelmente maior do que a de animas e 
plantas e suas interações com outras formas de vida são extremamente complexas 
(PROSSER et al., 2007). A diversidade de comunidades bacterianas são influenciadas 
por muitos fatores abióticos (solo, condições ambientais, gestão do uso do solo e 
práticas agrícolas) e bióticos (natureza da vegetação presente no solo) (NACKE et al., 
2011; KOBERL et al., 2011). 
A microbiota do solo se adapta rapidamente às restrições ambientais, ajustando 
sua biomassa, taxas de atividade e composição da comunidade (SCHLOTER et al., 
2003; SULEIMAN et al., 2013). Além disso, como o crescimento e atividade funcional 
dos micro-organimos são reguladas pelas propriedades do solo, como a nutrição, 
textura, pH, temperatura e umidade, os micro-organismos respondem rapidamente às 
mudanças nas condições ambientais (ALLYSON; MARTINY, 2008). Por isso têm sido 
considerados como indicadores mais sensíveis às alterações de propriedades e impactos 
causados pelo manejo inadequado do solo, quando comparado a indicadores de caráter 
físico ou químico (THEUERL; BUSCOT, 2010; BURNES et al., 2013; 
BLAGODATSKAYA; KUZYAKOV, 2013).  
Uma variedade de parâmetros microbianos têm o potencial para serem utilizados 
como indicadores de diagnóstico da qualidade do solo, tais como a biomassa 
microbiana do solo, a atividade e diversidade microbiana e atividade enzimática 
(THEUERL; BUSCOT et al., 2010). No entanto, devido à multiplicidade de 
componentes microbiológicos e vias bioquímicas associadas aos processos do solo é 
pouco provável que a utilização de um único parâmetro possa descrever adequadamente 
o nível de qualidade do solo (SCHLOTER et al., 2003). Mas a avaliação conjunta 
destes parâmetros pode ser útil para avaliar a gestão da qualidade do solo (FLEXÃO et 
al., 2004). 
O carbono da biomassa microbiana (CBM) está associado à quantidade de 
nutrientes imobilizados, e consequentemente, com a fertilidade e o potencial de 
produtividade do solo e serve de base para estudos de formação e ciclagem da MOS 
(ZHAO; SU, 2014). No entanto, determinações da biomassa microbiana não fornecem 
indicações sobre os níveis de atividade das populações microbianas do solo, ou seja, 
podem ocorrer situações em que os solos apresentam elevadas quantidades de biomassa 
inativa e vice-versa (MOREIRA; SIQUEIRA, 2006). Daí a importância dos atributos 
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que mensuram a atividade microbiana para avaliar o estado metabólico das 
comunidades de micro-organismos do solo (WEINTRAUB, 2008). Dentre esses  
destacam-se as determinações da taxa de respiração microbiana do solo (RMS) e a 
atividade enzimática (CHAER et al., 2009; BAILEY et al., 2011). 
A respiração microbiana do solo (RMS) representa a quantidade de carbono 
liberado, estando este carbono na forma lábil ou prontamente metabolizável no solo, é o 
indicador ecológico mais utilizado nos trabalhos envolvendo a adição de resíduos 
orgânicos, por estar associada à atividade metabólica do solo (GRIGATTI et al., 2011; 
CUNHA et al., 2012). 
As comunidades microbianas dos solos produzem enzimas extracelulares para 
adquirir recursos e energia de biomoléculas complexas presentes no ambiente solo 
(JIANG et al., 2016). Assim o metabolismo microbiano é um dos principais processos 
reguladores da transformação de nutrientes no solo (ARNOSTI, 2011). Ao quantificar a 
atividade potencial destas enzimas, é possível fazer inferências sobre o esforço relativo 
dirigido pelos micro-organismos para a obtenção de carbono, nitrogênio, ou fósforo a 
partir de fontes e substratos específicos (LU et al., 2015; ELZOBAIR et al., 2016). 
Além disso, a análise da atividade enzimática pode fornecer informacões da diversidade 
funcional da microbiota do solo e, consequentemente, da qualidade do solo (BAILEY et 
al., 2011).  
Por isso existe atualmente um grande interesse no uso de enzimas extracelulares 
como indicadores biológicos da qualidade do solo, porque são relativamente simples de 
determinar, têm importância ecológica, são sensíveis ao estresse ambiental e respondem 
rapidamente às mudanças no manejo e alterações antrópicas no solo (SINSABAUGH et 
al., 2005; RONSSE et al., 2013). 
A síntese de enzimas microbianas são controlados sob diferentes mecanismos de 
regulação, sendo os principais a disponibilidade ou ausência do substrato alvo da 
enzima (BURNS et al., 2013). Os níveis elevados de produtos finais ou moléculas 
contendo o nutriente alvo pode reprimir a produção de enzimas, enquanto que níveis 
baixos de produtos finais ou nutrientes alvo podem induzir a produção de enzimas 
(GEISSELER; HORWATH, 2009). No entanto a relação entre a atividade da enzima e 
a degradação do substrato específico pode ser um processo complexo, pois a indução do 
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substrato não é o único fator que regula a produção de enzimas (ALISSON; 
VITOUSEK, 2005).  
As enzimas desidrogenase e as hidrolases do diacetato de fluoescéina (FDA) são 
bons indicadores para avaliar atividade microbiana quando resíduos orgânicos são 
utilizados, por estarem ligadas às células microbianas viáveis e à capacidade oxidativa 
dos micro-organismos (GIL-SOTRES et al., 2005).  
  Fosfatases é um grupo de enzimas que apresentam capacidade de hidrolisar 
compostos orgânicos fosfatados, a exemplo fosfolipídeos, ácidos nucléicos e inositol 
hexafosfatado, sendo fundamentais na mineralização e ciclagem do fósforo no 
ambiente, promovendo reações de catalisação da hidrólise de fósforo orgânico a fósforo 
inorgânico (ALLISON et al., 2007).   
β-glicosidase é uma enzima extracelular envolvida na mineralização de carbono, 
sendo a atividade desta enzima o principal indicador da transformação da matéria 
orgânica e disponibilização de C (glicose) aos micro-organismos do solo (GIL-SOTRES 
et al., 2005).  
A urease é uma enzima que catalisa a reação de hidrólise da ureia para amônia e 
CO2 (SANZ-COBENA et al., 2012). A análise desta enzima no solo permite fazer 
inferências sobre os efeitos da adicão de fertilizantes e as práticas de adubações no solo 
(LI; GUO, 2013).  
A dimensão da diversidade microbiana em solos agrícolas também é 
fundamental para a manutenção da saúde e qualidade do solo (GARBEVA et al., 2004; 
SHEN et al., 2008). Porém tem sido relatado que o uso do solo e as práticas de gestão 
da agricultura são as principais causas de perda de biodiversidade com consequências 
negativas na diversidade de espécies da comunidade bacterianas do solo (LIU et al., 
2007; MOCALI; BENEDETTI, 2010).  
A tecnologia de pirosequenciamento tem sido utilizada para caracterizar as 
comunidades microbianas em pormenor, uma vez que produz um grande número de 
sequências de DNA, tornando possível detectar unidades operacionais taxonômicas de 
baixa abundância (UOTs) (SOGIN et al., 2006). Além disso, o desenvolvimento de 
ferramentas de bioinformática permitiu análise sem precedentes de comunidades 
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bacterianas de vários ambientes (VENTER et al., 2004; TYSON et al., 2004; CHU et 
al., 2010). Os genes 16S rDNA são amplamente utilizados para avaliar a diversidade de 
bactérias no ambiente, detectar e quantificar populações bacterianas específicas e 
determinar relações filogenéticas entre grupos de bactérias (LANGILLE et al., 2013).   
A fertilização, principalmente de N, afeta significativamente muitos dos 
processos biológicos e químicos nos ecossistemas terrestres (LARCHEVÊQUE et al., 
2006; CÉSPEDES-PAYRET et al., 2012), sendo que a mudança mais rápida e 
proeminente é a modificação da estrutura e função da comunidade microbiana 
(BASTIDA et al., 2006; COOKSON et al., 2007; FU et al., 2015). Assim, devido à 
sensibilidade às alterações ambientais, a estrutura e abundância da comunidade 
microbiana têm sido utilizadas como indicadores de variações de qualidade do solo 
(MARSCHNER et al., 2003; CHU et a., 2007. 
É notório que o surgimento dos métodos de biologia molecular, vem 
contribuindo de sobremaneira para a construção do conhecimento da estrutura e 
funcionalidade da comunidade microbiana no solo (FU et al., 2015). Entretanto, é 
necessário considerar essas técnicas associdas aos métodos tradicionais, pois o uso 
dessas metodologias permite apenas avaliar o potencial genético dos micro-organismos 
no solo, mas não avalia o nível de expressão deste potencial (SPOSITO; ZABEL, 
2003). Técnicas que envolvem amplificação por PCR e o sequenciamento de regiões do 
DNA fornecem informações sobre a presença de micro-organismos no ecossistema, 
mas não fornecem informações sobre a sua atividade e potencial metabólico (KARLEN 
et a., 2003; SOGIN et al., 2006).  
Assim para compreender as complexas interações entre a comunidade 
microbiana do solo e os processos do ecossistema é necessário também considerar a 
diversidade funcional e bioquímica que inclui a magnitude e a capacidade metabólica 
da comunidade microbiana do solo, tais como a ciclagem de nutrientes, decomposição 
de compostos e outras transformações (NEMERGUT et al., 2005; CONG et al., 2015).   
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MATERIAL E MÉTODOS 
 
Produção do composto orgânico 
O composto orgânico utilizado neste estudo foi obtido através do processo de 
compostagem assistida do resíduo torta de filtro de cana-de-açúcar proveniente da Usina 
Santa Juliana, localizada em Santa Juliana, estado de Minas Gerais. A compostagem do 
resíduo foi realizada por processo de decomposição aeróbia controlada durante 35 dias. 
Para tal, a pilha de compostagem foi monitorada durante todo o processo sendo revirada 
manualmente a cada dois dias e a umidade mantida entre 40 e 50%. Além disso, foi 
ulizado um “coquetel” de nutrientes específicos, desenvolvido pela empresa de soluções 
ambientais Geociclo Biotecnologia S/A como bioacelerador do processo de 
decomposição. O preparo do coquetel foi realizado com base na caracterização do 
resíduo torta de filtro in natura (TABELA 1) buscando otimizar as condições 
nutricionais à atividade metabólica dos micro-organismos. Essa tecnologia de adicionar 
nutrientes à pilha de compostagem aumenta a atividade metabólica dos micro-
organismos, acelerando o processo de biodegradação e estabilização do resíduo, 
reduzindo o tempo de compostagem e aumentando a concentração de nutrientes no 
produto final. Após 35 dias de compostagem foi obtido o composto orgânico, sendo 
realizada uma nova caracterização físico-química que foi utilizada para o balanço 
nutricional das fontes minerais adicionadas para a produção dos fertilizantes 
organominerais (TABELA 1). 
 
Produção do Biochar 
Para produção do biochar, o resíduo torta-de-filtro in natura foi seco ao ar até 
atingir uma umidade de 10%. Em seguida foi passado em um moedor e peneirado em 
malha de 2 mm. Sendo posteriormente colocado em um forno reator de pirólise para 
obtenção do biochar. A cada batelada foram utilizados 500g de resíduo submetido à 
temperatura de 475 °C durante duas horas. Após a obtenção do biochar foi feita uma 
caracterização físico-química para ajustar os parâmetros para a produção dos 
fertilizantes organominerais (TABELA 1). 
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TABELA 1. : Caracterização físico-química do resíduo torta de filtro de cana-de-açúcar 
in natura, torta-de-filtro pirolisada (biochar) e torta-de-filtro compostada (composto 
orgânico). 
 
 
1 Resíduo torta de filtro de cana-de-açúcar in natura 
2 Produto final do processo de pirólise do resíduo torta de filtro de cana-de-açúcar 
3 Produto final do processo de compostagem do resíduo torta de filtro de cana-de-
 açúcar.  
 
Produção dos fertilizantes organominerais peletizados 
 Os fertilizantes orgânicos combinados com minerais usados neste estudo foram 
produzidos pela empresa Geociclo Biotecnologia S/A, com sede em Uberlândia, MG. O 
composto orgânico e biochar gerados pelo processo de compostagem assistida e pirólise 
respectivamente, receberam uma carga mineral de nitrogênio na forma de ureia, sendo 
submetidos a um processo industrial elaborado de produção em organomineral. Estes 
fertilizantes foram peletizados utilizando um polímero orgânico biodegradável solúvel 
em água, que retém a fase mineral do fertilizante dentro de uma matriz orgânica porosa 
(“pellets” de matéria orgânica). O processo de fabricação destes fertilizantes orgânicos 
combinados com minerais, desenvolvido pela empresa é flexível e permite uma ampla 
gama de formulações a partir do resíduo torta de filtro. Para este estudo foram 
produzidas as seguintes formulações: composto orgânico e biochar peletizado sem 
adição de minerais contendo apenas o resíduo torta de filtro estabilizado e o polímero 
orgânico empregado no processo de peletização. E as formulações nitrogenadas, nas 
quais o composto orgânico e biochar foram combinados com nitrogênio na forma de 
 Propriedade Torta de filtro1 Biochar2 Composto orgânico3 
Umidade (%) 59,5 3,8 46,3 
Carbono orgânico (g kg-1) 310 225 229 
Nitrogênio (g kg-1) 16,5 18,0 15,8 
Fósforo (g kg-1) 9,4 17,8 18,4 
Potássio (g kg-1) 3,5 9,7 11,1 
CTC (mmolcKg-1) 296,7 225 393 
Relação C/N (g g-1) 19/1 12,5/1 14,5/1 
pH 7,07 5,59 5,4 
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ureia e inibidor de urease (NBPT). Todas essas formulações foram comparadas a um 
controle (sem adubação) e adubação com ureia convencional (TABELA 2). 
TABELA 2. Distribuição dos tratamentos dos fertilizantes orgânicos e organominerais 
produzidos com biochar e composto orgânico combinado com nitrogênio em diferentes 
formulações (fontes) aplicados ao solo nos ensaios de incubação em condições de 
laboratório. 
 
Tratamento Fonte Formulações (NPK) 
T1 Controle\1 sem adubação 
T2 Biochar\2 00-00-00 
T3 Orgânico\3 00-00-00 
T4 Biochar + uréia\4 26-00-00 
T5 Orgânico + uréia\5 26-00-00 
T6 Biochar + uréia + NBPT\6 26-00-00 + 0,15 % NBPT 
T7 Orgânico + uréia + NBPT\7 26-00-00 + 0,15 % NBPT 
T8 Uréia convencional 45-00-00 
 
\1  Solo sem adubação 
\2 Torta de filtro pirolisada 
\3 Torta de filtro compostada 
\4 Organomineral de biochar  
\5 Organomineral de composto orgânico 
\6 Organomineral de biochar com 0,15% de NBPT 
    \7  Organomineral  de composto orgânico com  0,15% de NBPT 
 
Amostragem do solo 
 O solo utilizado para montagem dos experimentos de incubação foi coletado na 
Fazenda Experimental do Glória no município de Uberlândia - MG, localizada nas 
seguintes coordenadas UTM: 7902595 N e 794065, e pertencente à Universidade 
Federal de Uberlândia. A região apresenta solos ácidos e pouco férteis, tipo Latossolo 
vermelho distrófico, com textura argilo-arenosa (CARRIJO; BACCARO, 2001). A 
amostragem do solo foi realizada procedendo-se a retirada da serapilheira do solo 
seguida da coleta de amostras coletadas aleatoriamente em áreas de 600 cm2 (30 x 20 
cm) por 10 cm de profundidade. No laboratório, as amostras de solo foram passadas em 
peneira com malha de 3,35 mm e uma subamostra de 100g foi seca em estufa a 70°C 
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TABELA 3. Caracterização físico-química do solo utilizado nos ensaios de incubação, 
coletado na Fazenda Experimental do Glória no município de Uberlândia – MG. 
 
 
Caracterização Quantidade 
Areia (g Kg-1) 550 
Argila + Silte (g Kg-1)  450 
Carbono (g C Kg-1) 26,8 
Nitrogênio (mg N Kg-1) 0,70 
Fósforo (mg P Kg-1) 2,06 
Potássio (mg K Kg-1) 60 
pH H2O 5,2 
 
 
TABELA 4. Distribuição dos tratamentos biochar e orgânico combinado com 
nitrogênio em diferentes formulações (fontes) aplicado ao solo nos ensaios de 
incubação em condições de laboratório. 
 
Tratamento Fonte Formulações g/100g solo 
T1 Controle\1 - - 
T2 Biochar\2 00-00-00 1 
T3 Orgânico\3 00-00-00 1 
T4 Biochar + uréia\4 26-00-00 1 
T5 Orgânico + uréia\5 26-00-00 1 
T6 Biochar + uréia + 
NBPT\6 
26-00-00 + 0,15 % NBPT 1 
T7 Orgânico + uréia + 
NBPT\7 
26-00-00 + 0,15 % NBPT 1 
T8 Uréia convencional 45-00-00 0,57 
 
\1  Solo sem adubação 
\2 Torta de filtro pirolisada 
\3 Torta de filtro compostada 
\4 Organomineral de biochar  
\5 Organomineral de composto orgânico 
\6 Organomineral de biochar com 0,15% de NBPT 
    \7  Organomineral  de composto orgânico com  0,15% de NBPT 
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Respiração microbiana do solo (RMS) 
A atividade microbiana foi avaliada pela quantificação do CO2 liberado do solo 
em condições de laboratório, conforme metodologia usual descrita por Stotzky (1965) 
com modificações. Copos descartáveis de 40 ml contendo 10 ml de NaOH (1 mol L−1) 
foram colocados dentro de cada frasco de incubação para captura de CO2 liberado da 
respiração microbiana. Os frascos foram hermeticamente fechados e mantidos no escuro 
em temperatura de 25 ± 1°C por um período de incubação de 28 dias. A determinação 
do CO2 liberado foi realizada ao 0; 0,25; 1; 2; 3; 5; 7; 14; 19; e 28 dias, após a 
instalação do experimento. Após cada período de incubação foram retirados os copos 
plásticos dos frascos e, nestes, colocados 5 mL de cloreto de bário (BaCl2.2H2O, 1 mol 
L−1) e algumas gotas de fenolftaleína (1%), sendo o excesso de NaOH titulado com 
ácido clorídrico (HCl, 0,5 mol L−1). Na amostra controle foi colocado apenas o solo sem 
adubação e a amostra do branco foi constituída de frasco sem a porção de solo. O C-
CO2 liberado foi calculado pela fórmula: 
QC = [(B-A) x Mc x MHCl] / MS x 2 
Sendo QC = quantidade de C liberada pelos micro-organismos em mg C-CO2 
Kg−1 de solo; B= volume de HCl necessário para titular o excedente de NaOH da prova 
em branco; A= volume de HCl necessário para titular o excedente de NaOH da amostra; 
Mc = massa atômica do C (12); MHCl= molaridade da solução de HCl (0,5 mol L-1); 
MS= massa seca do solo incubado (em kg); 2 = proporcionalidade de massa na reação 
entre o C liberado, na forma de CO2, e o consumo de NaOH (STOTZKY, 1965). 
 
Carbono da Biomassa Microbiana (CBM) 
Aos 5, 14 e 28 dias de incubação o carbono da biomassa microbiana (CBM) foi 
determinado pelo método de fumigação-extração descrito por Vance et al., (1987) 
utilizando duas alíquotas de 20g de solo úmido de cada tratamento com quatro 
repetições. A primeira alíquota foi fumigada em dessecador acoplado a uma bomba de 
vácuo, contendo um béquer com pérolas de vidro e clorofórmio. O vácuo foi aplicado 
por até cinco minutos após o início do borbulhamento do clorofórmio, quando a bomba 
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foi desligada e o fechamento hermético do dessecador efetuado, para a incubação das 
amostras por 24 horas. A segunda alíquota não sofreu fumigação (Controle).  
A extração do carbono das amostras foi feita em 50 mL de sulfato de potássio 
(0,5 mol L−1) sob agitação de 200 rpm por 30 minutos. Após decantação o sobrenadante 
da mistura líquida de solo foi filtrado em papel de filtro quantitativo JP 40 faixa branca, 
velocidade de filtração lenta (Quanty-JProlab). Em seguida foi utilizada uma alíquota de 
20 mL do filtrado para determinação do carbono orgânico do extrato pelo método de 
oxidação com dicromato de potássio (K2Cr2O7).  
Uma alíquota de 1 mL do extrato obtido das amostras, 2 mL de dicromato de 
potássio (K2Cr2O7) e 5 mL de ácido sulfúrico concentrado (H2SO4) foram misturado em 
tubo de digestão. Os tubos com as amostras foram levados para o bloco digestor a 
150°C durante 1 hora de aquecimento. Após, as amostras permanceram em repouso até 
esfriar, e o volume foi transferido para tubo “falcon” (50 ml), sendo o volume 
completado com água destilada. Desta solução, realizou-se as diluições necessária para 
determinação do carbono com difinilcarbazida. A coloração rosa decorrente da reação 
de difenilcarbazida com cromo hexavalente (Cr+6) foi determinada em 
espectrofotômetro a 540 nm. A concentração de carbono foi estimada pela curva padrão 
com diferentes concentrações de Cr+6 (0, 5, 10, 25, 40, 45 e 50). A diferença na 
concentração de C entre as amostras fumigadas e não fumigadas dos extratos foram 
expressas como CBM utilizando um fator (Kc) de 0,45 (VANCE et al., 1987).  
 
Atividades de enzimas 
As atividades de enzimas foram realizadas nos ensaios montados em três 
períodos de incubação 5, 14 e 28 dias. A enzima desidrogenase foi determinada pelo 
método Mersi; Schinner (1991) em tubo falcon de 50 mL, contendo 1g de solo de cada 
tratamento, em quatro repetições. Aos tubos contento solo foram adicionados 1,5 mL de 
tampão hidroximetil-aminometano (TRIS 1mol L−1, pH 7,5) e 2 mL do substrato INT 
(2-p-iodo-nitrophenyl-phenyltetrazolium choride 4,4 mmol L−1). Em seguida, as 
amostras foram incubadas em banho maria a 40°C por 5 horas. O produto da atividade 
enzimática (INTF, iodo-nitrophenyl-formazan) foi extraído coma adição de 10 mL de 
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solução methanol-dimetilformamida (1:1) sendo as amostras novamente incubadas em 
banho maria 40°C por 20 minutos. As amostras retiradas do banho maria foram 
mantidas no escuro por 40 minutos. Após, uma alíquota de 2 mL do sobrenadante, de 
cada amostra, foi coletada e centrifugada a 10000 xg por 5 minutos. A absorbância do 
sobrenadante foi medida em espectrofotômetro a 490 nm, sendo a atividade enzimática 
estimada a partir da curva padrão de INTF (p-iodonitrotetrazolium violet-formazan, 
Sigma, Poole, UK). Os resultados foram expressos em µg INTF g solo−1 h−1. 
A atividade da enzima β-glicosidase foi determinada conforme (EIVAZI; 
TABATABAI, 1988). O ensaio foi realizado com 1g de solo de cada tratamento, em 
quatro repetições. Aos tubos contento solo foram adicionados 1 mL do substrato 
sintético ρ-PNG (4-nitrophenyl-β-D-glucopyranoside 4,2 mmol L−1) e 4 mL de tampão 
universal modificado (TMU, pH 6,0). A mistura foi agitada e incubada em banho maria 
a 37°C por 3 horas. A extração do ρ-PNG (p-nitrophenol) foi realizada pela adição de 1 
mL de CaCl2 (1 mol L−1) e 4 mL de NaOH (1 mol L−1). Uma alíquota do extrato (2 mL) 
foi centrifugado a 10000 xg por 5 minutos. O produto da reação com substrato PNG foi 
determinado pela leitura em espectofotômetro a 464 nm. A atividade da enzima foi 
estimada pela curva padrão com diferentes concentrações de ρ-PNG (Sigma, Poole, 
UK) e os resultados expressos em µg PNP g solo −1 h−1. 
A atividade da FDA (Fluorescein diacetate) foi determinada pela hidrólise do 
diacetato de fluorosceína (FDA), conforme proposto por (GREEN; STOTT; DIACK, 
2006). O ensaio da enzima foi realizada em tubo Falcon (50 ml), utilizando 2 g de solo 
de cada tratamento, em quatro repetições, sendo adicionado 15 mL de tampão fosfato de 
potássio (pH 7,6) e 0,2 mL do substrato (flurescein diacetate), adicionados neste ordem. 
A mistura foi incubada em banho maria a 30 oC por 1 hora. Após, a extração de 
fluoresceína de sódio foi feita com 15 mL da solução de clorofórmio-metanol (2:1), 
seguida de agitação e incubação em banho maria 30°C por 10 minutos. Em seguida uma 
do extrato (1 mL) foi centrifugado a 10000 xg por 5 minutos. Sendo o produto da 
reação determinado pela leitura em espectofotômetro a 464 nm. A atividade enzimática 
foi estimada pela curva padrão de fluoresceína de sódio em diferentes concentrações e 
os resultados expressos em µg FDA g solo−1 h−1. 
A atividade da enzima urease foi determinada de acordo com metodologia 
modificada de Kandeler e Gerber (1988), utilizando-se tubo falcon de 50 mL com 5g de 
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solo de cada tratamento, em quatro repetições. No tubo foi adicionado 5 mL de solução 
uréia (10%) e 5 mL de tampão citrato (pH 0,1mol L−1, pH 6,7) sendo as amostras 
incubadas em banho-maria a 37oC por 3 horas. Após, um volume de água destilada foi 
adicionado para completar a medida de 50mL. Uma alíquota (1mL) do sobrenadante foi 
transferida para tubos eppendorf de 2 mL e submetida a centrifugação 10000xg por 5 
minutos. O NH4+ liberado foi quantificado utilizando 100 µL do sobrenadante, de cada 
amostra, pelo Kit Uréia 500, conforme descrito no manual de instruções do fabricante 
(DOLLESő, Brasil), sendo a absorbância medida em espectrofotômetro em 600nm e os 
resultados expressos em µg NH4+ g solo−1 h−1. 
A atividade da enzima fosfatase ácida foi determinada de acordo com 
metodologia modificada de Tabatabai e Bremner (1969) pela liberação do substrato 
sintético p-nitrofenyl phoshate (2,4 mmol L-1). Para tal, foi utilizado 1g de solo, de cada 
tratamento, em quatro repetições, acondicionados em tubo falcon de 50 mL. Em seguida 
foi adicionado 4 mL de tampão acetato buffer (pH6,5; 0,5M) e 0,5 mL de ρ-nitrofenol 
fosfato (15 mmol L−1) sendo as amostras incubadas em banho maria a 37 °C por 1h. 
Posteriormente foi adicionado 1 mL de CaCl2 (0,5 mol L−1) e 4 mL de NaOH (0,5 mol 
L−1). Uma alíquota de 1,0 mL do sobrenadante foi transferida para tubos eppendorf e 
centrifugada a 10.000 xg por 5 minutos. A quantificação do conteúdo de ρ-nitrofenol 
nas amostras foi determinada em espectrofotômetro em 405 nm. A atividade de 
fosfatase foi estimada pela curva padrão com diferentes concentrações de ρ-nitrofenol, 
sendo os resultados expressos em µg PNPg de solo−1 h−1. 
 
Ensaio de volatilização de N-NH3 
A volatização de NH3 foi monitorada em um ensaio de incubação em condições 
de laboratório, utilizando apenas os tratamentos adicionados de nitrogênio na forma de 
ureia. A liberação de NH3 foi determinada conforme metodologia descrita por Kjeldahl 
(1883) apud Bimüller et al. (2014). Para tal, porções de 100 gramas de solo (peso seco) 
foram colocadas em frascos de vidro de 500 mL com tampa de vedação hermética, nos 
quais foram adicionados as diferentes fontes (tratamentos) especificadas na TABELA 5. 
Os fertilizantes formulados foram previamente macerados em cadinhos de porcelana e 
adicionados aos frascos, em quatro repetições para cada tratamento. A umidade do solo 
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foi ajustada para 25%  no ínicio do ensaio, e em cada frasco foi colocado um copo 
plástico descartável de 40 mL contendo 10 mL de ácido bórico (2%) para captura do 
NH3 volatilizado. Os frascos foram hermeticamente fechados e incubados no escuro em 
temperatura de 25 ± 1°C durante 62 dias. A determinação do NH3 volatilizado foi 
realizada pela titulação do excesso do ácido bórico com ácido sulfúrico (H2SO4, 0,025 
mol L−1) aos 3, 6, 9, 12, 15, 18, 21, 27, 29, 32, 35, 38, 41, 47, 51, 55, 58 e 62 dias de 
incubação. A amostra controle continha apenas o solo sem adubação e a amostra do 
branco foi constituída de frasco sem a porção de solo contendo apenas copo plástico 
com 10 mL de ácido bórico 2%. O NH3 liberado foi calculado pela fórmula: 
NH3 = [(A - B) x Mn x MAS] / MS x 2 
Sendo NH3 = quantidade de NH3 volatilizado pela ação dos micro-organismos 
do solo em mg NH3 Kg−1 de solo; A= volume de H2SO4 necessário para titular o 
excedente de ácido bórico da amostra; B= volume de H2SO4 necessário para titular o 
excedente de ácido bórico da prova em branco; Mn = massa atômica do N (14); MAS= 
molaridade da solução de H2SO4 (0,025 mol L-1); MS= massa seca do solo incubado 
(em kg) e 2 = proporcionalidade de massa na reação entre o NH3 liberado e o consumo 
de ácido bórico. 
TABELA 5. Distribuição dos tratamentos com biochar e orgânico combinado em 
diferentes formulações de nitrogênio (fontes) utilizados no ensaio de monitoramento da 
volatilização de N-NH3 em condições de laboratório. 
 
Tratamento Fonte Formulações g/100g solo 
T1 Controle\1 sem adubação 1 
T2 Biochar + uréia\4 26-00-00 1 
T3 Orgânico + uréia\5 26-00-00 1 
T4 Biochar + uréia + NBPT\6 26-00-00 + 0,15 % NBPT 1 
T5 Orgânico + uréia + NBPT\7 26-00-00 + 0,15 % NBPT 1 
T6 Uréia convencional 45-00-00 0,57 
 
\1 Organomineral de biochar 
\2 Organomineral de composto orgânico 
\3 Organomineral de biochar com com 0,15% de NBPT  
\4 Organomineral de composto orgânico com com  0,15% de NBPT  
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Análise Estatística 
 Os resultados de respiração microbiana do solo (RMS) e volatilização de NH3 
diário e acumulado foram analisados pelos valores médios de quatro repetições e desvio 
padrão amostral. Os resultados da atividade enzimática e carbono da biomassa 
microbiana (CBM) foram submetidos à análise de variância, e as diferenças 
significativas entre as médias, foram avaliadas pelo teste de Tukey a 5% de 
significância utilizando o programa estatístico SISVAR (FERREIRA, 2008). 
 
Extração de DNA total das amostras de solo 
O DNA genômico do solo foi extraído de 0,25g, dos tratamentos, em quatro 
repetições, utilizando o kit comercial Power soilTM DNA Isolation kit (MoBio 
Laboratories Inc, Carlsbad, CA, EUA) conforme as instruções do fabricante. A 
integridade do DNA total foi conferida por eletroforese em gel de agarose 0,8% (w/v), 
em tampão (Tris, ácido acético glacial, EDTA pH 8,0) onde foram aplicados 4µl do 
DNA extraído junto a 2µl de um tampão de corrida Loading buffer 10x (Azul de 
bromofenol 0,25% (p/v); glicerol 0,30% (p/v); Xileno cianol FF 0,25% (p/v) e TAE 1×) 
e 2µl do corante Sybr® Green (1:1000) (Life Technologies, Carlsbad, CA, EUA). 
Como padrão molecular, foi utilizado 4 µl de DNA Ladder 50 pb (Invitrogen 
Technology). O gel foi submetido a um campo eletroforético de 80 V; 80mA por 
aproximadamente 40 minutos, sendo visualizado pelo contraste de luz ultravioleta. As 
concentrações de DNA foram também determinadas através do fluoromêtro Qubit® 2.0, 
utilizando o kit dsDNA HS Assay kit (Invitrogen™), conforme o protocolo do 
fabricante. As amostras de DNA extraído foram mantidas a -20°C até à sua utilização. 
 
Preparo das bibliotecas 
O fragmento do 16S DNA de Bacteria e Arquea foi amplificado usando os 
primers 515F (5’ -GTGCCAGCMGCCGCGGTAA-3’ ) e 806R (5’ -
GGACTACHVGGGTWTCTAAT-3’ ) (CAPORASO et al., 2012) com o primer forward 
modificado pela adição de um adaptador PGM sequencing usando o kit Ion XpressTM 
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Plus Fragment Library e uma tag de identificação (barcode) composto por doze bases 
diferentes para cada amostra, que serviu para identificar a origem de cada uma das 
sequências usando o kit Ion XpressTM Barcode Adapters (Life Technologies, USA). Para 
reduzir qualquer efeito do primer composto na eficiência da PCR um linker de duas 
bases (GT) foi inserido entre o primer e o adaptador P1 e um linker de duas bases (CC) 
foi inserido entre o primer e a tag.  
A amplificação foi realizada numa mistura de reação contendo 2,5 µL de tampão 
da enzima Taq DNA polimerase, 1,5 µl de MgCl2, 5,0 µL de dNTP (2,5 mM), 0,5 µL de 
cada oligonucleotídeo iniciador, 0,5 µl de Taq Platinum DNA Polimerase recombinante 
(Invitrogen), 0,5 µL do adaptardor específico para cada amostra (A1 a A16). O volume 
do DNA metagenômico foi calculado a partir da quantificação do DNA em ng/mL para 
adicionar ao Mix concentrações equimolares de DNA de cada amostra completando o 
volume necessário para totalizar 25 µL com água ultrapura (Milli-Q).  
A reação de amplificação foi realizada em um termociclador nas seguintes 
condições: desnaturação inicial a 94 °C por 3 min; desnaturação a 94 °C por 45 s; 
anelamento a 55 °C por 1 min; e extensão a 72 °C por 1h30min; extensão final a 72 °C 
por 6 min x 35 ciclos (SOGIN et al., 2006). A purificação do produto da PCR foi 
realizada de acordo com boletim Prepare Amplicon Libraries without Fragmentation 
Using the Ion Plus Fragment Library Kit revisão A.0 disponível em http:// 
ioncommunity.lifetechnologies.com com algumas modificações durante a etapa de 
purificação como segue: a suspensão de bead com o DNA foi misturado com o 
Agencourt®  AMPure® XP Reagent (Beckman Coulter, USA) (1,2x volume da amostra) 
em temperatura ambiente 10 min, em todas as etapas foram lavadas com 500 µl de 
etanol 70 % durante 30s.  
Após a purificação das bibliotecas, o tamamho do fragmento foi certificado em 
eletroforese em gel de agarose 1,2 % TAE 1x (Tris, ácido acético glacial, EDTA pH 
8,0). O gel foi submetido a um campo eletroforético de 80 V; 80 mA por 
aproximadamente 1h 30 minutos, sendo visualizado em luz ultravioleta. A quantificação 
do amplicon foi estimado usando o kit dsDNA HS Assay Kit e o Qubit® 2.0 fluorometer. 
A biblioteca foi montada pela mistura de mesma quantidade de DNA de amplicon de 
cada amostra dos referidos tratamentos. A mistura de DNA dos amplicons foi 
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novamente quantificada no Qubit® 2.0 fluorometer. O pool foi calculado pela 
concentração de cada amplicon em moléculas/ µl utilizando a seguinte equação: 
Moléculas/ µl = concentração da amostra [ng/ µl] x 6,022*1023/ 656,6* 
109*tamanho amplicon [pb]. 
 
PCR em emulsão 
A PCR em emulsão foi realizada no Ion One Touch 2™ utilizando o Ion 
Template PGM™ OT2 400 Kit (Life Technologies) seguindo o boletim Ion PGMTM 
Template OT2 400 Kit revisão A.0 (disponível em 
http://ioncommunity.lifetechnologies.com), onde as bibliotecas de amplicons foram 
ligadas a esferas (Ion Sphere) em um ambiente microfluídico com os reagentes 
limitados ao interior de micelas da emulsão. Desta forma, ocorre a reação de 
amplificação dos fragmentos de DNA ligados às esferas revestidas por streptavidina 
pelo adaptador B (biotina). Apenas as esferas que apresentarem um, e somente um, 
fragmento de DNA serão capazes de gerar sequências. Então após a amplificação é 
necessário recuperar as esferas contendo os produtos de amplificação. Para tanto é 
realizada uma quebra da emulsão que consiste na retirada do óleo emulsificado. Após 
essa quebra foi realizado um enriquecimento utilizando o Ion Template PGM™ 
Template OT2 400 Ion Sphere™ Particles Kit (Life Technologies), onde as esferas 
recuperadas podem ser contadas (utilizando contador de partículas) no início e após o 
procedimento de enriquecimento. Nesta etapa são eliminadas as esferas que falharam na 
amplificação e que, portanto, não contém fragmentos do gene 16S ligado à superfície. 
 
Sequenciamento 
As Ions Spheres Particules (ISPs) resultantes foram sequenciados em microchip 
Ion 316TM Chip v2 utilizando o Ion Torrent Personal Genome Machine PGMTM (Life 
Technologies, USA) e o Ion PGMTM 400 Sequencing Kit seguindo o fluxo de trabalho 
sugerido no boletin Ion PGMTM Sequencing 400 Kit revisão 2.0. Após sequenciamento, 
as sequências de leituras foram filtradas dentro software PGM que removeu baixa 
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qualidade e sequências policlonais. Todos os dados filtrados foram exportados como 
arquivo Fastq que foi usado para a análise de bioinformática subsequente. 
Análise dos dados 
As análises das sequências obtidas no sequenciamento foram realizadas 
utilizando o método recentemente publicado, UTO clustering, UPARSE (EDGAR, 
2013), modificado para trabalhar com dados Illumina Miseq PGM (PYLRO et al., 
2014), juntamente com os passos finais do QIIME (Quantitative Insights Into Microbial 
Ecology) (CAPORASO et al., 2010). Este método produziu dois arquivos de saída, uma 
tabela UTO em formato txt (convertida para o formato .biom) e um conjunto de 
sequências representativos para cada UTO em formato fasta. As sequências 
representativas foram então atribuídas a taxonomia usando uclust e banco de dados 
Greengenes como referência em QIIME (assign_taxonomy.py) e a taxonomia foi 
adicionada à tabela de UTO usando o conjunto de scripts descritos no http://biom-
format.org/. Além disso, análises de diversidade foram realizadas utilizando o pipeline 
do QIIME, com o script core_diversity_analyses.py. Estes scripts completos estão 
disponíveis em http://www.brmicrobiome.org/. 
Uma simples comparação do número de UTOs entre os grupos pode levar a 
enganosas interpretações devido à subamostragem ou variabilidade entre indivíduos e 
não entre os grupos. Portanto, para explorar melhor as semelhanças e as diferenças entre 
as comunidades bacterianas dos tratamentos avaliados foi realizada uma análise de 
coordenadas principais (PCoA). PCoA é um método de ordenação com base na análise 
estatística multivariada que mapeia as amostras em diferentes dimensões e reflete a 
similaridade das comunidades microbianas. Os cálculos foram realizados conforme o 
pipeline do QIIME (CAPORASO et al., 2010) onde uma matriz usando a métrica 
UniFrac (ponderado e não ponderada) para cada tratamento foi calculada. As distâncias 
foram transformadas em pontos no espaço como número de dimensões menor que o 
número de amostras. Para testar se os resultados foram consistentes, uma técnica de 
sequência Jackknifing foi utilizada em que os clusters PCoA foram regenerados usando 
um subconjunto correspondente a cerca de 70% do número total de sequências obtidas 
na amostra como menor número de sequências selecionadas aleatoriamente a partir de 
cada tratamento, em quatro repetições. As três primeiras dimensões principais, que 
geralmente contêm a maior parte da variação encontrada nas amostras, foram utilizados 
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para traçar um gráfico tridimensional que ilustra a distribuição dos tratamentos de 
acordo com suas semelhanças. 
Predição metagenômica 
A base de dados 16S rRNA foi utilizada para predizer funções microbianas nas 
amostras de solo analisadas usando Phylogenetic Investigation of Communities by Re-
construction of Unobserved States (PICRUSt). O software utiliza um algorítmo 
extendido de reconstrução ancestral para predizer os táxons presentes e combiná-los 
para estimar a composição metagênomica (LANGILLE et al., 2013). Para tal, são 
utilizadas sequências demultiplexadas que foram submetidas ao protocolo de seleção de 
UTOs por referênica de proximidade (closed-reference OTU picking) (CAPORASO et 
al., 2010) onde estas sequênicas foram confrontadas com a base de dados de greengenes 
com 97% de identidade. Algumas sequênicas não referenciadas para esta base de dados 
foram descartadas. A tabela UTO resultante foi normalizada de acordo com número de 
genes 16S rRNA por genoma e uma predição funcional metagenômica foi criada. Para 
determinar as diferenças estatísticas entre os metagenômas das amostras de solo 
analisadas foi utilizado o software statistical analysis of metagenomic profiles 
(STAMP) (PARKS; BEIKO, 2010). 
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RESULTADOS 
 
Todos os tratamentos aumentaram a respiração microbiana do solo (RMS) em 
relação ao tratamento Controle, sendo os maiores valores encontrados nos tratamentos 
com nitrogênio. O maior pico de atividade foi observado no período de 6 horas de 
incubação, no qual o tratamento Nitrogênio atingiu a máxima atividade de 1701,6 mg 
C-CO2 Kg solo-1, seguido pelos demais tratamentos nitrogenados Biochar+N (1542 mg 
C-CO2 Kg solo-1); Orgânico+N (1491,6 mg C-CO2 Kg solo-1); Orgânico+N+NBPT 
(1478,4 mg C-CO2 Kg solo-1); Biochar+N+NBPT (1228,8 mg C-CO2 Kg solo-1). Os 
tratamentos sem nitrogênio Biochar e Orgânico apresentaram RMS de 820, 8 e 142, 8 
mg C-CO2 Kg solo-1 respectivamente, e o tratamento Controle 60 mg C-CO2 Kg solo-1 
no período avaliado de 6 horas de incubação. Para todos os tratamentos a atividade 
microbiana foi maior nos primeiros 5 dias de incubação, sendo reduzida gradualmente 
nos demais dias de avaliação até a estabilização em 28 dias de incubação (FIGURA 2).  
Os tratamentos, Orgânico e Biochar aumentaram a RMS acumulada em 1,9 
vezes (674,4 mg C-CO2 Kg solo-1) e 4 vezes (1445,9 mg C-CO2 Kg solo-1) 
respectivamente, em relação ao controle (353,4 mg C-CO2 Kg solo-1) em um período de 
28 dias de incubação (FIGURA 3). Entre os tratamentos com nitrogênio a maior 
atividade no período avaliado foi observada nos tratamento Orgânico+N (5289,9 mg C-
CO2 Kg solo-1) e Orgânico+N+NBPT (5288,9 mg C-CO2 Kg solo-1) que aumentaram a 
RMS acumulada em 14,9 vezes em relação ao tratamento Controle, seguidos pelos 
tratamentos Nitrogênio (5259,7 mg C-CO2 Kg solo-1) e Biochar+N (5168 mg C-CO2 Kg 
solo-1) que aumentaram a RMS 14,8 e 14,6 vezes respectivamente, em relação ao 
tratamento Controle. Não foi observada diferença significativa do inibidor de urease 
(NBPT) entre os tratamentos Orgânico+N e Orgânico+N+NBPT na RMS. No entanto, 
no tratamento Biochar+N+NBPT foi verificada uma redução de 11% na RMS em 
relação ao mesmo tratamento sem o inibidor Biochar+N (FIGURA 3). 
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FIGURA 2. Efeito da adição de fertilizante orgânico, biochar e fertilizantes organominerais na respiração microbiana do solo (RMS) durante 28 
dias de incubação em condições de laboratório. Atividade microbiana pontual ao longo do período de incubação (A) e atividade microbiana 
pontual avaliada nos períodos 5, 14 e 28 dias de incubação (B). As barras indicadas em cada tratamento representam o desvio padrão da média 
amostral (n=4). As legendas dos tratamentos são T1- Controle; T2- Biochar; T3- Fertiizante orgânico; T4- Biochar+N; T5- Orgânico+N; T6- 
Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico +N+NBPT; T8- Nitrogênio. 
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FIGURA 3. Efeito da adição de fertilizante orgânico, biochar e fertilizantes organominerais na respiração microbiana do solo (RMS) durante 28 
dias em condições de laboratório. Atividade microbiana acumulada (A) e atividade microbiana acumulada avaliada nos períodos 5, 14 e 28 dias 
de incubação (B). As barras indicadas em cada tratamento representam o desvio padrão da média amostral (n=4). As legendas dos tratamentos 
são T1- Controle; T2- Biochar; T3- Fertiizante orgânico; T4- Biochar+N; T5- Orgânico+N; T6- Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico +N+NBPT; 
T8- Nitrogênio. 
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Todos os tratamentos com nitrogênio aumentaram o carbono da biomassa 
microbiana (CBM) em um período de 5 dias de incubação, apresentado redução ao 
longo do perído de incubação, com exceção do tratamento Nitrogênio que apresentou o 
maior valor de CBM de 1295 mg C Kg-1 solo, no período de 14 dias de inubação, sendo 
posteriormente reduzido em 28 dias de incubação (FIGURA 4). Em 5 dias de incubação 
os tratamentos com nitrogênio apresentaram os maiores valores de CBM, sendo a maior 
biomassa observada no tratamento Orgânico+N+NBPT (1438 mg C Kg-1 solo) seguido 
pelos tratamentos Orgânico+N (1333 mg C Kg-1 solo); Biochar+N (1290 mg C Kg-1 
solo); Biochar+N+NBPT (1057 mg C Kg-1 solo); e Nitrogênio (814 mg C Kg-1 solo). Os 
tratamentos Biochar e Orgânico apresentram CBM de 266 e 376 mg C Kg-1 solo 
respectivamente, menores que o CBM do tratamento Controle (466 mg C Kg-1 solo ) no 
período avaliado de 5 dias de incubação. O tratamento Controle manteve-se constante 
durante todos os períodos avaliados não sendo observado alterações significativas na 
biomassa microbiana ao longo do período de incubação. No período avaliado de 28 dias 
todos os tratamentos apresentaram redução da biomassa apresentando valores de CBM 
menores que o tratamento Controle. Apenas os tratamentos Orgânico e 
Orgânico+N+NBPT apresentaram valores de CBM maior que o tratamento Controle em 
28 dias de inubação (FIGURA 4).  
FIGURA 4. Carbono da biomassa microbiana (CBM) nos diferentes tratamentos em 5, 
14 e 28 dias de incubação em condições de laboratório. As legendas dos tratamentos 
são: T1- Controle; T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; T5- 
Orgânico+N; T6- Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. Letras 
iguais sobre as barras não diferem entre si pelo teste de tukey a 5%. 
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Em relação a atividade enzimática todos os tratamentos com nitrogênio 
apresentaram o mesmo comportamento para a atividade da FDA com significativo 
aumento (tuckey p < 0,05) no período de 5 dias de incubação, seguido de redução da 
atividade aos 14 dias e um aumento da atividade no período avaliado de 28 dias de 
incubação (FIGURA 5). Os maiores valores de atividade de FDA em 5 dias de 
incubação foram encontrados nos tratamentos Nitrogênio (130 μg FDA g solo -1h-1); 
Orgânico+N+NBPT (126 μg FDA g solo -1h-1) e Orgânico+N (119 μg FDA g solo -1h1). 
Não foi observada diferenças significativas entre os tratametnos Controle, Biochar e 
Orgânico para atividade da enzima FDA e estes tratamentos apresentaram pouca 
variação ao longo do período de incubação (FIGURA 5). 
FIGURA 5. Hidrólise do diacetato de fluresceína (FDA) nos diferentes tratamentos em 
5, 14 e 28 dias de incubação em condições de laboratório. As legendas dos tratamentos 
são: T1- Controle; T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; T5-
Orgânico+N; T6- Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. Letras 
iguais sobre as barras não diferem entre si pelo teste de tukey a 5%. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
A atividade da urease apresentou comportamento semelhante ao observado para 
enzima FDA. A menor atividade foi observada nos tratamentos sem adição de 
nitrogênio (Controle, Biochar e Orgânico) que não apresentaram entre si diferenças 
significativas para atividade da enzima urease (FIGURA 6). Nos tratamentos com 
nitrogênio foi observado um aumento significativo na atividade da urease (tuckey p 
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<0,05), sendo as maiores atividades observadas no período avaliado de 14 dias com 
posterior redução em 28 dias para todos os tratamentos com nitrogênio (FIGURA 6). A 
maior atividade da enzima urease foi observada no tratamento Biochar+N (42,4 μg 
NH4+ g solo-1h-1) seguido dos tratamentos Orgânico+N (22,5 μg NH4+ g solo-1h-1); 
Orgânico+N+NBPT (21,9 μg NH4+ g solo-1h-1); Biochar+N+BPT (18,5 μg NH4+ g solo-
1h-1) e Nitrogênio ( 17,4 μg NH4+ g solo-1h-1) no período de 14 dias de incubação 
(FIGURA 6).  
FIGURA 6. Atividade da enzima urease nos diferentes tratamentos em 5, 14 e 28 dias 
de incubação em condições de laboratório. As legendas dos tratamentos são: T1-
Controle; T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; T5- Orgânico+N; T6-
Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. Letras iguais sobre as 
barras não diferem entre si pelo teste de tukey a 5% 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
A atividade da enzima desidrogenase apresentou resposta oposta às enzimas 
FDA e urease, sendo os maiores valores encontrados nos tratamentos sem nitrogênio 
(Controle, Biochar e Orgânico) e os menores valores observados nos tratamentos 
adicionados de nitrogênio (FIGURA 7). Em todos os tratametos foi observada maior 
atividade no período de 5 dias de incubação com redução da atividade nos períodos de 
14 e 28 dias de incubação (FIGURA 7). As maiores atividades da desidrogenase foi 
observada nos tratamento Controle (35,1 μg INTF g solo-1h-1) Biochar (34,3 μg NH4+ g 
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solo-1h-1) e Orgânico (32,2 μg INTF g solo-1h-1) que não apresentaram diferenças 
significativas entre si (tuckey p < 0,05). 
FIGURA 7. Atividade da enzima desidrogenase nos diferentes tratamentos em 5, 14 e 
28 dias de incubação em condições de laboratório. As legendas dos tratamentos são: T1- 
Controle; T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; T5- Orgânico+N; T6- 
Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. Letras iguais sobre as 
barras não diferem entre si pelo teste de tukey a 5%. 
 
 
 
 
 
 
 
 
A atividade de Fosfatase e β-glicosidade apresentaram resultados semelhantes a 
atividade de desidrogenase apresentando maior atividade nos tratamentos sem 
nitrogênio (Controle, Biochar e Orgânico) e menor atividade nos tratamentos 
adicionados de nitrogênio (FIGURAS 8 e 9). Os maiores valores de atividade para 
fosfatase foram observados nos tratamento Orgânico (662 μg PNP g solo-1h-1) e 
Biochar (619 μg PNP g solo-1h-1) seguido pelo tratamento Controle (404 μg PNP g solo-
1h-1) no período de 14 dias de incubação (FIGURA 8). Na avaliação do período de 28 
dias de incubação as maiores atividades foram encontrada no tratamento Biochar (558,9 
μg PNP g solo-1h-1) seguido pelo tratamento Orgânico (459,1 μg PNP g solo-1h-1) 
(FIGURA 8). 
A atividade da enzima β-glicosidade foi maior nos tratamentos Orgânico (12,9 
μg PNP g solo-1h-1) em 5 dias de incubação; Biochar (11,6 μg PNP g solo-1h-1) no 
período de 28 dias de incubação e Controle (10,9 μg PNP g solo-1h-1) em 5 dias de 
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incubação (FIGURA 9). Os tratamentos com nitrogênio apresentaram os menores 
valores de atividade de β-glicosidade, não sendo observado diferenças significativas 
entre as fontes de adubação nitrogenada (FIGURA 9). 
FIGURA 8. Atividade da enzima fosfatase nos diferentes tratamentos em 5, 14 e 28 
dias de incubação em condições de laboratório. As legendas dos tratamentos são: T1- 
Controle; T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; T5-  Orgânico+N; T6- 
Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. Letras iguais sobre as 
barras não diferem entre si pelo teste de tukey a 5%. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Volatilização de N-NH3 
Em todos os tratamentos com nitrogênio, observou-se um aumento da 
volatilização de NH3 quando comparados ao controle (FIGURA 10). Os maiores picos 
de volatilização de NH3 foram observados no tratamento Nitrogênio ao terceiro dia de 
incubação (80,3 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1) seguido pelo tratamento 
Orgânico+N+NBPT (70,45 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1) e Orgânico+N (68,74 mg N-
NH3 Kg-1 de solo dia-1) no sexto dia de incubação (FIGURA 10). Neste experimento foi 
possível verificar que o inibidor de urease NBPT contriubuiu para retardar o início da 
volatização de NH3 nos tratamentos com nitrogênio e inibidor (FIGURA 10). Enquanto 
o tratamento Orgânico+N apresentou uma volatilização de 65,3 mg N-NH3 Kg-1 de solo 
dia-1 em três dias de incubação o tratamento Orgânico+N+NBPT apresentou 
volatilização de 45,68 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1 no mesmo período, sendo 
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observada uma redução de 30% na volatilização de NH3 em um período de três dias. O 
tratamento Biochar+N volatilizou 43,96 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1 em um período 
de 3 dias de incubação enquanto Biochar+N+NBPT no mesmo período volatilizou 
apenas 8, 33mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1 uma redução de 81% na volatilização neste 
período.  
A partir dos resultados da volatilização acumulada no período de 28 dias de 
incubação verificou-se que o tratamento que apresentou maiores perdas de NH3 por 
volatilização foi o Nitrogênio (542, 8 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1) seguidos pelos 
tratamentos Orgânico+N (540,4 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1) e Orgânico+N+NBPT 
(533,2 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1), sendo as menores perdas de NH3 observadas nos 
tratamentos Biochar+N (395,2 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1) e Biochar+N+NBPT 
(429,9 mg N-NH3 Kg-1 de solo dia-1) que apresentaram uma redução na volatilização de 
NH3 de 26,8 e 20,4% respectivamente em relação aos demais tratamentos com 
nitrogênio (FIGURA 11). Esses resultados demonstram que o inibidor de urease NBPT 
foi eficaz para retardar a volatilização de NH3 mas não para inibir a volatilização ao 
longo do período avaliado.  
FIGURA 9. Atividade da enzima urease nos diferentes tratamentos em 5, 14 e 28 dias 
de incubação em condições de laboratório. As legendas dos tratamentos são: T1- 
Controle; T2- Biochar; T3 - Composto orgânico; T4 - Biochar+N; T5 - Orgânico+N; T6 
- Biochar+N+NBPT; T7 - Orgânico+N+NBPT; T8 - Nitrogênio. Letras iguais sobre as 
barras não diferem entre si pelo teste de tukey a 5%. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
a 
a 
b
d
a
 
a 
a 
a 
b c b b
c
b
c
 
d
b b
c
b
c d
b
b
  
 
58 
FIGURA 10. Volatilização de NH3 pontual nos diferentes tratamentos durante um período de 62 dias de incubação em condições de laboratório. 
As barras em cada tratamento representam o desvio padrão da média amostral (n=4). 
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FIGURA 11. Volatilização de NH3 acumulada nos diferentes tratamentos durante um período de 62 dias de incubação em condições de 
laboratório. As barras  em cada tratamento representam o desvio padrão da média amostral (n=4). 
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Comunidade bacteriana do solo 
 Usando o banco de dados Greengenes com um índice de confiança de 97%, 
um total de 23 filos foram econtrados nas amostras analisadas em 5 e 28 dias de 
incubação. Não foi observado diferenças de riqueza entre os tempos amostrais, sendo 
encontrados os mesmos filos em 5 e 28 dias de incubação (FIGURA 12). A maioria 
das sequências classificadas pertencem ao domínio de Bactérias, sendo encontrados 
apenas dois filos do domínio de Arquea, no entanto, como estes filos eram pouco 
representativos não foram considerados em nossos resultados.  
FIGURA 12. Abundância relativa dos filos observados em 5 dias (A) e 28 dias (B) de 
incubação nos diferentes tratamentos. As legendas dos tratamentos são: T1- Controle; 
T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; T5- Orgânico+N; T6- 
Biochar+N+NBPT; T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. 
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A abundância relativa dos filos variou entre os tratamentos sem nitrogênio 
(FIGURA 15). No período avaliado de 5 dias o tratamentos Controle apresentou 
maior abundância dos filos Proteobacteria (26,2%), Bacteriodetes (24,8%), 
Acidobacteria (19,8%), Actinobacteria (11,7%), Verrucomicrobia (6,68%) e 
Firmicutes (2,4%). No tratamento Biochar os filos mais abundantes observados foram 
Bacteroidetes (31,9%), Proteobacteria (27,5%), Acidobacteria (15%), Actinobacteria 
(9,4%), Verrucomicrobia (5,7%), e Firmicutes (2,6%). E no tratamento Orgânico foi 
encontrada maior abundância dos filos Bacteroidetes (27,6%), Proteobacteria (26,2%), 
Acidobacteria (18,4%), Actinobacteria (9,4%), Verrucomicrobia (7,2%), e Firmicutes 
(3,6%) (FIGURA 15A).  
No período avaliado de 28 dias foi observada algumas diferenças na 
abundância relativa entre os filos em relação ao período de 5 dias nos tratamenos sem 
nitrogênio (FIGURA 15). O tratamentos Controle apresentou maior abundância dos 
filos Proteobacteria (28,7%), Acidobacteria (19,6%), Actinobacteria (16%), 
Bacteriodetes (214,7%), Firmicutes (6,4%) e Verrucomicrobia (6%). No tratamento 
Biochar os filos mais abundantes observados foram Firmicutes (36%), Proteobacteria 
(17,8%), Bacteroidetes (16,6%), Acidobacteria (12%), Actinobacteria (6,8%), 
Verrucomicrobia (4,8%). E no tratamento Orgânico os filos mais abundantes foram 
Proteobacteria (28%), Bacteroidetes (19,4%), Acidobacteria (18,9%), Actinobacteria 
(12%), Verrucomicrobia (7,8%), e Firmicutes (3,9%) (FIGURA 15B). 
Nos tratamentos adicionados de nitrogênio a diversidade da comunidade 
bacteriana do solo foi alterada com signficativa redução de diversidade em ambos 
períodos de incubação avaliados em 5 e 28 dias (FIGURA 16). A adição de nitrogênio 
alterou a estrutura da comunidade bacteriana do solo favorecendo o domínio de 
Firmicutes com consequente redução da abundância dos demais filos presentes 
(FIGURA 17).  
No período avaliado de 5 dias de incubação o filo Firmicutes estabeleceu rápida 
dominância apresentando elevada abundância relativa em todos os tratamentos com 
nitrogênio: Biochar+N (92,2%), Orgânico+N, Biochar+N+NBPT (93,3%), 
Orgânico+N+NBPT (88,3%) e Nitrogênio (89,7%) (FIGURA 17A). Sendo observado 
o mesmo padrão no período avaliado de 28 dias, no qual a predominância de 
Firmicutes foi observada pela alta abundância relativa nos tratamentos Biochar+N 
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FIGURA 16. Abundância relativa das comunidades bacterianas do solo observadas 
em 5 dias (A) e 28 dias (B) de incubação nos diferentes tratamentos. As legendas dos 
tratamentos são: T1- Controle; T2- Biochar; T3- Composto orgânico; T4- Biochar+N; 
T5- Orgânico +N; T6- Biochar+N+NBPT;  T7- Orgânico+N+NBPT; T8- Nitrogênio. 
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FIGURA 17. Abundância relativa a nível de filo das comunidades bacterianas do solo 
classificadas em 5 (A) e 28 (B) dias de incubação. A análise estatística foi feita 
utilizando o software STAMP, sendo que os círculos coloridos representam intervalo 
de confiança de 95% calculado pelo método Welch’ s invertido (p-valor < 0,05). A cor 
laranja representa os tratamentos sem nitrogênio (Controle, Biochar e Orgânico), 
enquanto a cor azul representa os tratamentos com adição de nitrogênio. 
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DISCUSSÃO 
 
O tratamento Controle apresentou baixa atividade microbiana e valores 
pequenos de CBM que não variaram ao longo do período de incubação. Foi utilizado 
nestes ensaios um solo argiloso-arenoso com pH ácido (5,2) e pobre em nutrientes 
(OLIVEIRA; MARQUES, 2002). Tais características podem explicar os resultados 
encontrados no tratamento Controle cuja atividade microbiana foi provavelmente 
limitada devido a deficiência de nutrientes no solo (GE et al., 2013).  
Todos os tratamentos aumentaram a RMS e CBM em relação ao tratamento 
Controle demonstrando que a adição de nutrientes (carbono e nitrogênio), 
independente da fonte de adubação estimulou atividade microbiana do solo, sendo os 
maiores valores de RMS e CBM encontrados nos tratamenos com nitrogênio. De 
acordo com Sarathachandra et al. (2001) o nitrogênio é um fator limitante para a 
atividade dos micro-organismos do solo, principalmente em solos tropicais que 
apresentam baixos teores desse nutriente.  
Semelhante a este estudo, outros estudos relataram aumento da atividade e 
biomassa microbiana após aplicações de fertilizantes orgânicos (GIACOMETTI et al., 
2013; LIANG et al., 2014; ZHANG et al., 2015c). Todavia uma maior atividade foi 
observada quando os fertilizantes orgânicos foram combinados com nitrogênio. Estes 
resultados corroboram com os encontrados por Foote et al. (2015) que observaram um 
aumento da biomassa microbiana após a adição de materiais orgânicos de C lábil em 
diferentes tipos de solo, e que estes aumentos foram maiores quando nutrientes (N e P) 
foram adicionados juntamente com os materiais orgânicos. Ramirez et al. (2010) 
também relataram respostas consistentes na respiração microbiana após adição de N, 
independentemente do tipo de solo e da forma de N, sugerindo que a resposta na RMS 
foi resultado de efeitos diretos da disponibilidade de N.  
Quando materiais orgânicos são adicionados isoladamente em solos deficientes 
em N ocorre um aumento da relação C:N resultando em menor decomposição da MOS 
e na imobilização de N na biomassa microbiana (BENGTSSON et al., 2001; 
MASUNGA et al., 2016). Em contraste a adição de materiais orgânicos combinados 
com N minerais resulta no aumento da atividade metabólica dos micro-organismos do 
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solo com reflexos sobre a decomposição e mineralização da MOS (MORITSUKA et 
al., 2004). Isso por que quando N está disponível  em quantidades suficientes pouco N 
é imobilizado na biomassa microbiana e os micro-organismos passam a catalisar o 
processo decomposição da MOS (AGREN et al., 2013).  
No entanto, mesmo aplicando materiais orgânicos combinados com N, é 
importante considerar a relação C:N do material orgânico utilizado, pois esta relação 
irá determinar o equilíbrio entre os processos de mineralização e imobilização de 
nutrientes no solo (FISK et al., 2015). Tem sido considerado que relação C:N de 20 é 
o limite crítico acima do qual ocorre imobilização de N por micro-organismos do solo, 
resultando em menos N disponível (KAMBLE; BAATH, 2014).  
Neste estudo utilizamos composto orgânico de relação C:N 14,5 e biochar de 
12,5 cuja tendência é favorecer a mineralização resultando em elevada atividade 
microbiana observada, neste estudo, pelo aumento da RMS e CBM. Em concordância 
com nossos resultados outros estudos também encontraram uma maior taxa de RMS, 
CBM e maior disponibilidade de nutrientes após a adição de resíduos com baixa 
relação C:N, em comparação com resíduos de elevada realção C:N (LAGOMARSINO 
et al., 2006; NGUYEN et al., 2016).  
Apesar de ambos materiais orgânico (biochar e composto orgânico) utilizados 
neste estudo tinham baixa e similiares relação C:N foi observado que o tratamento 
Biochar imobilizou menos C durante todo o período de incubação avaliado em relação 
ao tratamento Controle. Os tratamentos com nitrogênio apresentaram maior 
imobilização de C na biomassa microbiana nos primeiros 5 dias de incubação, no 
entanto, no final do período de incubação, a biomassa para estes tratamentos foi 
reduzida atigindo valores menores que o Controle no período avaliado de 28 dias. Isso 
indica que qualquer efeito de imobilização de C foi apenas de curto prazo para estes 
tratamentos. Apenas os tratamentos Orgânico; Orgânico+N+NBPT apresentaram no 
final do experimento valores de CBM maiores que o Controle. Como a imobilização 
de nutrientes é acoplada à quantidade de C prontamente disponível para assimilação 
microbiana, sugere-se que isso ocorreu devido os tratamentos Orgânicos apresentarem 
maior fração de C lábil em comparação com os tratamentos Biochar (FANG et al., 
2015).  
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A taxa de decomposição de materiais orgânicos, também é influenciada pela 
natureza química do carbono orgânico, compostos de C lábeis são rapidamente 
decompostos (HADAS et al., 2004), ao passo que a decomposição do material 
orgânico com elevada concentração de compostos complexos, tais como a lignina e 
compostos aromáticos é lenta (KURAMAE et al., 2012).  
Isso confirma a hipótese que as diferenças na RMS e CBM encontradas nos 
tratamentos sem nitrogênio Orgânico e Biochar foram determinadas pelo processo de 
estabilização da matéria orgânica (compostagem e pirólise). O tratamento Biochar 
apresentou atividade respiratória maior que Orgânico e a menor biomassa em relação a 
todos os tratamentos, inclusive o Controle. Entretanto, um efeito contrário foi 
observado para o tratamento Orgânico cuja atividade respiratória foi menor e a 
incorporação de C na biomassa foi maior em relação ao tratamento com Biochar. 
Esses resultados eram esperados, já que o processo de pirólise resulta na formação de 
compostos aromáticos de difícil degradação (MADARI et al., 2006). De acordo com 
estudos que relacionam a quantidade de C-CO2 com o C da biomassa microbiana, à 
medida que a biomassa se torna mais eficiente, menos C é perdido como CO2 pela 
respiração e uma fração significativa de C é incorporada ao tecido microbiano 
(WANG et al., 2003). Ao contrário, a biomassa é ineficiente quando apresenta elevada 
atividade respiratória e imobiliza pouco nutrientes na sua biomassa (SPOHN et al., 
2016).  
Contrastantes resultados tem sido encontrado no CBM após a adição de 
biochar, sendo as diferenças geralmente relacionadas ao tipo de solo, taxas de 
aplicação biochar e propriedades físico-químicas do biochar (KOLB et al., 2009; 
WARNOCK et al., 2010). Apesar da natureza recalcitrante do biochar, com base em 
outros estudos envolvendo processo de pirólise e as propriedades físico-químicas do 
biochar, acreditamos que o biochar utilizado neste estudo contêm uma fração de C 
lábil devido a matéria prima e processo de pirólise empregado em sua produção. E 
embora o tratamento Orgânico apresente maiores teores de C lábil que o biochar 
acreditamos que essa pequena fração de C lábil remanescente no biochar contribuiu 
para induzir a atividade microbiana. 
Um dos fatores que determinam a composição química do biochar é a matéria 
prima utilizada na sua produção. A torta de filtro, utilizada neste estudo, apresenta 
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altos teores de MO e fósforo (P), além de cálcio, nitrogênio, potássio, magnésio e 
micronutrientes como Fe, Mn e Cu (JÚNIOR, 2005). Alguns estudos têm demonstrado 
que quando este tipo de matéria-prima é utilizada para produção de biochar, em 
temperaturas relativamente mais baixas, podem alterar a disponibilidade de macro-
nutrientes, tais como, N e P, e alguns íons metálicos como Ca e Mg quando 
incorporado no solo (LEHMANN et al., 2003; MAJOR et al., 2005; LIMA et al., 
2013).  
Além da matéria-prima a composição elementar do biochar também é 
influenciada pelas temperaturas de pirólise (ZIMMERMAN, 2010). Temperaturas 
mais baixas de pirólise produzem biochars com mais C disponível. Em contraste 
biochars produzidos à temperatura elevada (700-1000°C) são mais recalcitrantes para 
a degradação microbiana e apresentam um menor teor de grupos funcionais na 
superfície (AL-WABEL et al., 2013 ).  
O biochar que utilizamos foi produzido a partir da torta de filtro à uma  
temperatura de 475 °C, considerada uma temperatura relativamente baixa no processo 
de produção do biochar. Assim devido à composição da torta de filtro e da temperatura 
utilizada no processo de pirólise, é esperado que o biochar seja mais recalcitrante que 
o fertilizante orgânico produzido a partir do processo de compostagem (BALDOCK; 
SMERNIK, 2002). No entanto, é provável que esse biochar contenha mais C 
disponível que um biochar produzido a elevada temperatura ou a partir de uma matéria 
prima mais recalcitrante como a madeira por exemplo (ZIELINSKA; OLESZCZUK, 
2016). Isso explica, o aumento da RMS e CBM no período curto de 5 dias de 
incubação seguido pela redução da atividade e CBM ao longo do período de 
incubação. O aumento da atividade no início ocorreu provavelmente devido à 
decomposição microbiana da fração de C lábil presente no biochar e quando essa 
fração foi esgotada a atividade e biomassa foram reduzidas pela indisponibilidade de 
nutrientes. Uma tendência de diminuição da biomassa microbiana em solos tratados 
com biochars produzidos a partir de matérias-primas com elevado teor lignocelulósico 
foi relatado por Gul et al. (2015).  
Nossos resultados corroboram com os encontrados por Eykelbosh et al. (2014) 
que avaliaram o efeito de um biochar produzido a partir de torta de filtro sobre as 
propriedades físico-químicas de um Latossolo distrófico argilo-arenoso (64% areia, 
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9% silte e 27% argila). O biochar foi produzido a partir de uma torta de filtro 
pirolisada a 575 °C durante 3 h. Em uma incubação de laboratório de 3 semanas os 
autores verificaram que o solo com 5% de biochar aumentou a RMS 4 vezes em 
relação ao controle, porém foi 23 vezes menor que a RMS no solo adicionado com a 
torta de filtro fresca. Além disso, 5% e 10% de biochar adicionado ao solo 
aumentaram o pH do solo, a capacidade de troca catiônica (CTC), % de COS, a 
capacidade de retenção de água, e também aumentou significativamente a 
disponibilidade de P, K, e Ca e dos micronutrientes Fe, Mn, Zn. Assim os autores 
concluíram que o biochar produzido com torta de filtro pode contribuir para o 
armanzenamento de C no solo e também melhorar a fertilidade dos solos argilo-
arenosos.  
A hipótese de que tanto a temperatura como o tipo de matéria-prima interferem 
nas características físico-químias do biochar foram também confirmadas por outros 
estudos. Zimmerman (2010) avaliaram biochars produzidos a partir de diferentes 
matérias-primas (madeira de carvalho, pinheiro, cedro, bubinga, grama e bagaço de 
cana) submetidos à diferentes temperaturas (400, 500 e 650°C) em ensaios de 
incubação durante 1 ano. Os autores relataram que as biomassas pirolisadas à 
temperaturas mais baixas apresentaram maior teor de C lábil, enquanto as biomassas 
pirolisadas em temperaturas mais elevadas eram mais recalcitrantes. Além disso, os 
autores também verificaram que as diferenças encontradas nos biochars influenciaram 
as taxas de mineralização apenas nos primeiros 4 meses de incubação, e que após este 
período as taxas de mineralização tornaram se semelhantes entre os diferentes 
biochars.  
Bruun et al. (2011) usando um reator de pirólise rápida investigaram a relação 
entre a pirólise de palha de trigo sobre a qualidade e estabilidade química de biochars 
produzidos variando a temperatura de pirólise de 475 a 575 °C. Eles verificaram que 
os biochars produzidos em temperaturas de pirólise mais baixas apresentaram frações 
de celulose e hemicelulose não convertidas e estas frações foram rapidamente 
mineralizadas no solo com impactos sobre a perda de C na forma de CO2.  
Sagrilo et al. (2015) encontraram resultados semelhantes ao avaliar biochars 
produzidos a partir de um mix de lascas de madeiras de plantas C3 lenhosas típicas do 
Cerrado submetidas à diferentes temperaturas de pirólise. Os autores relataram que o 
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biochar pirolizado a temperatura inferior à 350°C aumentou significativamente a RMS  
do solo, enquanto que o biochar pirolisado a temperatura maior que 350°C não teve 
nenhum efeito na RMS.  
Em outro estudo avaliando biochar produzido com lodo de esgoto em duas 
temperaturas de pirólise (400 e 600 °C) foi observado que o teor de matéria volátil do 
biochar diminuiu com o aumento da temperatura de pirólise por isso o biochar obtido a 
400 °C aumentou a RMS enquanto que o biochar pirolisado a 600 °C apresentou RMS 
semelhante ao tratamento Controle. Os autores verificaram também que o pH, área 
superficial, porosidade e concentração total de Cu, Ni, Zn, Cd e Pb aumentaram com a 
elevação da temperatura de pirólise, enquanto a condutividade elétrica (CE) e 
capacidade de troca catiônica (CTC) diminuíram à temperatura de 600 °C  (MÉNDEZ 
et al., 2013). 
 Song e Guo (2012) produzindo biochar a partir do resíduo cama de frango 
observaram que o aumentado progressivo da temperatura de pirólise (300-600 °C) 
reduziu o rendimento do biochar, teor de N total, teor de CO, e capacidade de troca 
catiônica (CTC), enquanto o pH, teor de cinzas, a estabilidade CO e área de superfície 
aumentaram. Assim os autores concluíram que para utilização agrícola, a temperatura 
de pirólise deve estar entre 300 e 500 °C, enquanto que para a fixação do carbono e 
outros usos ambientais, é recomendado temperaturas superiores a 500 °C.  
 Assim o comportamento de biochar no solo é influenciado por diferentes 
fatores e os resultados ainda são contraditórios. Alguns pesquisadores têm relatado 
efeitos positivos sobre a mineralização do C na presença de biochar, atribuindo o 
aumento na mineralização do C, ao fornecimento de nutrientes contidos no biochar 
(BENITES et al., 2005; WARNOCK et al., 2007; LUO et al., 2011). Outros 
pesquisadores sugerem que a grande área de superfície e estrutura porosa do biochar 
funcionam como habitats adequados aos micro-organismos protegendo-os de predação 
(THIES; RILLING, 2009; LIANG et al., 2011; JINDO et al., 2012).  
Enquanto outros estudos relatam efeitos negativos que podem estar 
relacionados a diferentes fatores. Os efeitos negativos na mineralização do C podem 
ser observados quando os biochars são produzidos com resíduos recalcitrantes 
inacessíveis à degradação microbiana (CROSS; SOHI, 2011). Quando moléculas 
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orgânicas lábeis são protegidas ou ligadas às partículas do biochar devido superfície 
hidrofóbica, diminuindo a sua biodisponibilidade para a degradação microbiana no 
solo (PIGNATELLO et al., 2006). Ou o CO2 liberado da RMS pode ser parcialmente 
absorvido pelas partículas da superfície do biochar reduzindo a sua liberação 
(CORNELISSEN et al., 2013). Ou ainda quando durante o processo de pirólise ocorre 
formação de compostos fitotóxicos com hidrocarbonetos aromáticos policíclicos, óleos 
residuais e condensados polares gerados no processo de pirólise (SPOKAS et al., 
2012; HALE et al., 2012; MITCHELL et al., 2015).  
Em resumo, o comportamento do biochar no solo depende da matéria prima 
utilizada para produção do biochar (KUZYAKOVet al., 2009), do processo de pirólise 
(ENDERS et al., 2012), das características do solo (KIMETU et al., 2008) e também 
das taxas de aplicação do biochar ao solo (KOLB et al., 2009). A partir da combinação 
destes fatores pode ser observado diferentes comportamentos de adsorção, pH, área 
superficial, distribuição e tamanho dos poros, e atividade biológica (BREWER et al., 
2009; UCHIMIYA et al., 2011).  
Devido a quantidade de fatores associados com as interações e efeitos do 
biochar no solo estes processos ainda não estão totalmente claros, sendo necessário 
mais estudos principalmente a longo prazo para compreender as interações entre 
biochar, solo e micro-organismos do solo (SINGH; COWIE, 2014). Todavia o que 
parece ser consenso entre os autores é a presença de uma fração de C mais lábil que 
estimula a atividade biológica (HILSCHER et al., 2009; SMITH et al., 2010) e uma 
fração recalcitrante constituída de compostos aromáticos que são lentamente oxidados 
e por isso favorece o sequestro do C no solo (CHENG et al., 2006; KUZYAKOV et 
al., 2009).  
Os resultados do ensaio de volatilização de NH3 mostraram que o biochar pode 
ser promissor em reduzir perdas de nitrogênio por volatilização. Biochar adicionado de 
nitrogênio mostrou ser o tratamento mais eficaz na redução da volatilização de NH3. 
Neste ensaio verificamos também que o inibidor de urease (NBPT) incorporado junto 
ao nitrogênio, foi capaz de retardar a volatilização de NH3 independente da matriz 
orgânica utilizada (biochar ou composto orgânico). Assim a combinação de nitrogênio 
e NBPT com biochar pode ser um produto importante na formulação de fertilizantes 
nitrogenados mais eficientes.  
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A adição do inibidor à uréia tem reduzido à volatilização de NH3 em torno de 
60%, aumentando a eficiência de uso do N e a produtividade das culturas, sendo 
eficiente em baixas concentrações (CANTARELLA et al., 2008; SANZ-COBENA et 
al., 2011). Em nosso estudo, em condições de laboratório, verificamos que a adição 
0,15% de NBPT resultou em um pico de perda significativamente menor, além de 
retardar a volatilização de NH3 por 3 dias em comparação aos mesmos tratamentos 
sem NBPT. Outros autores observaram que o inibidor de urease NBPT adicionado a 
uréia reduziu a velocidade de volatilização de NH3, retardando a volatilização em 2 
dias, quando comparado à uréia sem inibidor (CHIEN et al., 2009; SOARES et al., 
2012).  
A partir dos resultados observados neste estudo é provável que o biochar 
adicionado de nitrogênio conseguiu reduzir as perdas por volatilização devido 
adsorção de NH3 na superfície do Biochar. Foi verificado na literatura outras tentativas 
além do nosso trabalho de incorporar nitrogênio ao biochar como forma de minimizar 
as perdas deste nutriente no solo, mas este é o primeiro trabalho cujo nitrogênio é 
incorporado a matriz orgânica do biochar em forma de fertilizante peletizado de 
liberação gradual. A capacidade do biochar adsorver NH3 aumentando a 
disponibilidade de N via adsorção tem sido relatada por outros autores 
(SCHOMBERG et al., 2012; SPOKAS et al., 2012; CAYUELA et al., 2013; 
CLOUGH et al., 2013). 
Vários mecanismos têm sido propostos para explicar a retenção aparente de N 
em solos em que biochar foi aplicado, além da redução da lixiviação (CHOWDHURY 
et al., 2014; WANG et al., 2015a). Estes incluem a adsorção de NH3 ou N-orgânico 
devido reações com cátions e ânions da superfície do biochar e a imobilização de N 
como consequência da adição de carbono lábil do biochar (MANDAL et al., 2016; 
ZHANG; WANG, 2016). Estudos têm mostrado que o biochar produzido em altas 
temperaturas (≥ 700°C) apresentam valores de pH elevados (8,7 a 9,8,) e grupos de 
bases distribuídas em sua superfície o que pode facilitar a absorção de NO3− pelo 
bicohar (WANG et al., 2015b). O biochar apresenta uma superfície porosa cujo 
tamanho dos poros dependem da biomassa, taxa de oxigênio e temperatura utilizada 
no processo de pirólise (ZHANG et al., 2015a). Alguns estudos demonstram que essa 
característica física pode promover a retenção de água no solo reduzindo a lixiviação 
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de NO3− (ZHANG; SUN, 2014).  No entanto, dependendo do tamanho dos poros do 
biochar a condutividade hidraúlica no solo pode ser aumentada, favorecendo a 
lixiviação (DUCEY et al., 2013).  
Elzobair et al. (2016) avaliando biochar pirolisado em duas temperaturas 
diferentes 250 e 500°C verificou que em temperaturas menores, o biochar apresenta 
mais C lábil, esse carbono disponível aos micro-organismos favorece a imobilização 
de N na biomassa microbiana reduzindo a lixiviação de NO3−. Contrariamente 
Schomberg et al. (2012) observou perdas de NH3 devido o aumento de pH 
proporcionado pelo biochar adicionado ao solo. 
Sarkhot et al. (2013) avaliaram uma mistura de biochar a um filtrado de esterco 
líquido com um aumento 8,3% no teor de N. Ao comparar este biochar enriquecido e 
um biochar sem alteração, os autores verificaram redução na nitrificação líquida de 
68% e 75%, respectivamente e redução das taxas de amonificação líquidas em 221% e 
229%, respectivamente. No entanto, em um estudo em que o biochar foi enriquecendo 
com N não foi observada nenhuma alteração no fluxo de N2O (SARKHOT et al., 
2012). Os autores interpretaram ter ocorrido um processo de adsorção em vez de 
imobilização de N, uma vez que os fluxos de CO2 foram igualmente inferiores nos 
tratamentos só com biochar. Assim os autores concluíram que o biochar enriquecido 
com nitrogênio poderia ser utilizado como um fertilizantes de liberação lenta de N.  
As relações entre biochar e o ciclo do nitrogênio têm sido amplamente 
avaliadas pela comunidade científica (CASE et al., 2015). Inúmeros trabalhos 
comprovam que o biochar interage modificando o ciclo de N (ZHENG et al., 2013 
LÓPEZ-CANO et al., 2016; OH et al., 2016).   
No entanto, grande parte dessas pesquisas, pelo menos até o momento, está 
fragmentada em resultados diversos com efeitos positivos e negativos dependentes de 
inúmeros fatores, dentre os quais estão às características físico-químicas e biológicas 
do biochar e do solo (GREGORY et al., 2014; DOMENE et al., 2014). Neste sentindo, 
para uma compreensão mais eficaz dos efeitos e interferenças do biochar no solo e 
ciclos geoquímicos será necessário que pesquisas futuras sejam mais minunciosas 
avaliando o máximo possível de características do biochar e do solo, com avaliações 
de longo prazo in situ.  
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De acordo com os resultados aqui aprentados a qualidade dos materiais 
orgânicos adicionados ao solo pode gerar diferenças no equilíbrio entre mineralização 
e imobilização de nutrientes. A recente teoria de “efeito priming” sugere que a adição 
de pequenas quantidades de substratos C disponíveis estimulam o crescimento 
microbiano e podem alterar a composição da comunidade microbiana, estimulando a 
síntese de enzimas extracelulares para decomposição da MOS  (PERELO; MUNCH, 
2005). Em contraste, um excedente de substratos C disponíveis combinados com um 
excedente de outros nutrientes limitantes como N, pode levar a utilização do substrato 
preferencial ocasionando uma redução da decomposição MOS (KUZYAKOV, 2010). 
Isso por que alguns micro-organismos usam o C lábil como fonte de energia para 
sintetizar enzimas para mineralizar MO recalcitrante para adquirir N (FONTAINE et 
al., 2003).   
Contudo quando N é adicionando não é preciso gastar energia para adquiri-lo o 
que pode explicar o declínio da mineralização da MOS após a adição de N 
(HARTLEY et al., 2010). Isto sugere que as alterações na atividade enzimática 
observadas no presente estudo estão associadas as alterações na disponibilidade e 
armazenamento de C e N na MOS confirmando a observação que a maior parte das 
variações nas atividades enzimáticas potenciais podem ser explicadas pelas 
características do solo relacionadas com a disponibilidade de nutrientes, que tem sido 
fortemente influenciado pela administração de fertilizantes (LU et al., 2015).  
Do ponto de vista funcional, a atividade de enzimas extracelulares produzidas 
por micro-organismos e a sua resposta a adição de N tem recebido considerável 
atenção porque estas enzimas contribuem para os processos de controle de 
decomposição e, por conseguinte, de armazenamento C no solo (ZAK et al., 2008 ).  
Têm sido relatado que concentrações de nutrientes disponíveis muitas vezes se 
correlacionam negativamente com a atividade de enzimas envolvidas na degradação e 
liberação de nutrientes (SINSABAUGH et al., 2008). Isso significa que os micro-
organismos regulam a produção da enzima extracelular para adquirir nutrientes 
limitantes, por isso, mudanças na atividade das enzimas pode refletir alterações no 
padrão e disponibilidade de nutrientes (ALLISON et al., 2007; BURNS et al., 2013). 
Isso pode explicar por que encontramos maior atividade das enzimas desidrogenase, β-
glicosidase e fosfatase nos tratamentos sem nitrogênio (Controle, Biochar e Orgânico). 
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Por se tratar de um solo pobre em N a adição de fertilizantes orgânicos ao solo 
forneceu uma fonte de energia para os micro-organismos sintentizarem enzimas para 
decomposição da MOS para aquisição de C, N e P (ZHANG et al., 2015c). Em 
contraste nos tratamentos em que o N estava disponível a atividade enzimática foi 
direcionada para metabolismo preferencial dos nutrientes em excesso favorecendo a 
atividade das enzimas FDA e urease envolvidas na mineralização do N.  
Desidrogenase é uma enzima intracelular, oxidorredutase presente apenas em 
células viáveis e por isso é considerada um indicador sensível para medir o potencial 
redox solo sendo associada também as taxas de respiração microbiana (PAZ-
FERREIRO et al. 2013). A redução da atividade desidrogenase após a adição de N 
encontrada em nossos resultados são consistente com outros resultados em solos sob 
excesso de adubação nitrogenada (MASTO et al., 2006; DENG et al. 2006; 
MOESKOPS et al., 2010; SMITH et al., 2010; BAILEY et al., 2011).  
A enzima β-glicosidase atua na catálise final de despolimerização de celulose 
(SINSABAUGH; SHAH, 2011) desempenhando um papel importante nos processos 
hidrolíticos que ocorrem durante a decomposição da matéria orgânica (AWAD et al., 
2012). O aumento da atividade de β-glicosidase tem sido relacionada com adição e 
decomposição de substratos orgânicos ao solo (MONDINI et a., 2006; PEREGRINA 
et al., 2014; CENINI et al., 2015). Nossos resultados para atividade de β-glicosidase 
mostram aumento da atividade para os tratamentos Biochar e Orgânico em relação ao 
tratamento Controle, e a redução da atividade em todos os tratamentos adicionados de 
nitrogênio. Estes resultados são semelhantes aos encontrados por BANDICK; DICK 
(1999); KNIGHT; DICK (2004); KARACA et al. (2011) que relataram que a atividade 
de β-glicosidase foi significativamente maior após adição de fertilizantes orgânicos em 
comparação com fertilizante mineral e tratamentos sem adubação. Wang et al. (2015c) 
também encontraram que as atividades de β-glicosidase, assim como o conteúdo CBM 
foram reprimido pelo aumento da oferta N.  
Fosfatase é uma enzima de grande valor agronômico porque hidrolisa 
compostos de fósforo orgânico transformando-os em diferentes formas de fósforo 
inorgânico, que são assimilável pelas plantas (NAHAS, 2002). Variações na atividade 
da fosfatase além de indicar alterações na quantidade e qualidade dos substratos 
fosfatados no solo, também são um bom indicador do seu estado biológico 
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(ALLISON, 2005). Em nosso estudo a maior atividade de fosfatase foi observada nos 
tratamento Biochar e Controle, sendo que a adição de N reduziu significativamente a 
atividade de fosfatase. A síntese e a atividade das fosfatases microbianas são 
geralmente reguladas pela limitação ou disponibilidade de P no solo, sendo que 
elevadas concentrações de P inibe a atividade de fosfatase, em contrapartida, em 
condições de P limitante a atividade da enzima fosfatase é estimulada (BALOTA et 
al., 2010). Em solos P limitados, como o utilizado neste estudo a atividade de fosfatase 
é estimulada para mineralizar P a partir da MOS (BURNS et al., 2013) o que pode 
explicar por que as atividades de fosfatase foram maiores nos tratamentos Biochar e 
Orgânico seguidos pelo tramentos Controle.  
A hidrólise de diacetado de fluoresceína (FDA) não expressa à atividade de 
uma enzima específica, mas de um grupo de enzimas que são capazes de realizá-la 
como lipases, esterases e proteases (ANAND et al., 2015). Proteases são enzimas que 
catalisam a hidrólise de proteínas, liberando, no estágio final da hidrólise, uma mistura 
de aminoácidos (GARCÍA-GIL et al., 2000; GEISSELER; HORWATH, 2008). Estes 
aminoácidos liberados sofrem desanimação, liberando o nitrogênio na forma 
amoniacal (GIAGNONI et al., 2016). Assim, a hidrólise das proteínas constitui o 
primeiro passo na mineralização do nitrogênio protéico que chega ao solo através da 
incorporação de fertilizantes orgânicos ou pela morte de organismos (GEISSELER; 
HORWATH, 2009). Fato que pode explicar o aumento da atividade de FDA em todos 
os tratamentos em que o nitrogênio foi adicionado. 
A enzima urease que atua na hidrólise da ureia à amônia e dióxido de carbono 
(KARACA et al., 2002) fornece uma indicação do potencial do solo em converter N 
orgânico em mineral, dando início ao processo de mineralização do N (ZAMAN et al., 
2010). Por isso sua atividade tem sido aceita como um indicador altamente eficaz da 
mineralização de N da MOS e de fertilizantes nitrogenados aplicados ao solo (LI et al., 
2008). Em nosso estudo a atividade de urease foi significativamente maior em todos os 
tratamentos em que o nitrogênio foi adicionado. Fato que provalvemente está 
relacionado à disponibilidade de N em quantidades suficientes para deslocar o 
metabolismo microbiana para mineralização de N (SONG et al., 2014).  
Outro fator que pode estar associado a elevada atividade de urease nestes 
tratamentos é as alterações que a adição de N promoveu na comunidade microbiana do 
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solo (ZAMAN et al., 2009). A adição de N reduziu signficativametne a diversidade da 
comunidade bacteriana do solo, favocendo o domínio do filo Firmicutes cujos os 
gêneros mais representativos Bacillus e Sporosarcina são representado por bactérias 
produtoras de urease (MENG LI et al., 2013; HUI-LI et al., 2014). 
Ligabue-Braun et al. (2013) avaliando a filogenia dos grupos produtores de 
urease verificou que todas as inferências exibiam uma tendência de distribuição 
semelhante em relação a produção de urease em cinco grupos microbianos: 
Euryarchaeota, Firmicutes, Proteobacteria e Cianobacteria. A partir destes resultados 
podemos compreender a rápida dominância do filo Firmicutes, seguido do filo 
Proteobacteria em todos os tratamentos em que o nitrogênio foi adicionado. Assim 
nossos resultados demostram que a disponibilidade de nutrientes C e N e estrutura da 
comunidade microbiana do solo foram os principais fatores que influenciaram as 
atividades enzimáticas específicas do solo. 
Em comparação aos solos de Cerrado, neste trabalho e em outros realizados 
neste bioma tem sido observado que as Comunidades microbianas dos solos são 
diretamente afetadas pelo acréscimo de nutrientes, orgânicos ou não (QUIRINO et al., 
2009; ARAUJO et al., 2008; CASTRO et al., 2016). A adição de fertilizantes 
orgânicos e minerais ao solo pode ativar comunidades de micro-organismos que 
respondem especificamente ao substrato adicionado, e que estavam em latência 
quando estes substratos no solo eram limitantes (BLAGODATSKY et al., 2010). 
Assim como observado em nossos resultados outros estudos têm relatado que a adição 
de diferentes substratos ao solo são acompanhadas por mudanças na composição da 
comunidade microbiana do solo (BLAGODATSKAYA et al 2007; FALCHINI et al 
2003; FAORO et al., 2010; CHAVES-ROMERO et al., 2016).  
Nós verificamos em nosso estudo, que a adição de composto Orgânico e 
Biochar não alteraram a estrutura e diversidade da comunidade bacteriana em 5 e 28 
dias de incubação. Similar ao tratamento Controle, nos tratamentos Biochar e 
Orgânico os filos bacterianos mais abundantes foram: Proteobacteria, Bacteroidetes, 
Acidobacteria, Actinobacteria e Verrucomicrobia. Estes grupos taxonômicos tem sido 
amplamente encontrados em solos (ROESH et al., 2007; PEIXOTO et al., 2010; 
FIERER et al., 2012; BABUJIA et al., 2016) e apresentam papel importante na 
ciclagem e biodisponibilização de C e N nestes ambientes (FIERER; JACKSON, 
  
 
86 
2006; JANSSEN, 2006; HAO et al., 2008; JESUS et al., 2009; QUIRINO et al., 2009; 
LAUBER et al., 2009). Assim, de um ponto de vista funcional, a comunidade 
bacteriana do tratamento Controle, Biochar e Orgânico foi composta por uma 
diversidade de espécies que abrigam diferentes capacidades de degradação e 
comportamentos tróficos (PASCAULT et al., 2013).  
Estes resultados são consistentes com Rampelotto et al. (2013) que avaliando 
comunidades bacterianas em solos do Cerrado encontraram como filos mais 
abundantes Proteobacteria, Acidobacteria, Actinobacteria, Bacteriodetes, Firmicutes e 
Gemmatimonadetes. Assim como Rachid et al. (2013) estudando a diversidade de 
bactérias em solos do Cerrado cultivados com cana-de-acúcar também econtraram 
como filos mais abundante em todos os tratamentos Acidobacteria, Proteobacteria, 
Actinobacteria, Verrucomicrobia, Gemmatimonadetes, Firmicutes, Planctomycetes e 
Bacteroidetes.  
Em contrapartida a adição de N independente da fonte de adubação promoveu 
alterações na estrutura da comunidade bacteriana do solo estimulando a diversidade de 
uma população bacteriana que não era dominante na comunidade inata (FONTAINE 
et al., 2003). O filo Firmicutes não representativo nos tratamentos sem adição de N 
(Controle, Biochar e Orgânico) apresentou maior abundância em todos os tratamentos 
adicionados de nitrogênio seguido pelo filo Proteobacteria. Essas mudanças na 
composição bacteriana após a fertilização por N tem sido previamente explicada pela 
hipótese que grupos bacterianos copiotróficos (R estrategistas) que têm taxas de 
crescimento rápido são mais propensos a aumentar em condições de elevada 
disponibilidade de nutrientes, enquanto os grupos oligotróficos (K estrategistas) que 
têm uma taxa de crescimento mais lento estão propensos a diminuir (FIERER et al., 
2007; BERNARD et al., 2007).  
Para Fontaine et al. (2003) os micro-organismos copiotróficos (R-estrategistas) 
são bem diversificados metabolicamente e o crescimento acelerado destes micro-
organismos aumenta a produção de enzimas para degradação de compostos sendo 
responsável pelo rápido aumento da biomassa e atividade microbiana. Assim os 
grupos bacterianos copiotróficos são melhor adaptados em solos fertilizados com N, 
enquanto que solos não fertilizados são mais favorável para grupos oligotróficos 
(CEDERLUND et al., 2014).  
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Proteobacteria são conhecidos como componentes críticos de fertilidade do 
solo, devido às suas funções nos ciclos de C, N e S (KERSTERS et al., 2006) sendo 
associadas com solos que contêm altos níveis de carbono disponível (FIERER et al., 
2012). O filo Firmicutes inclui espécies de micro-organismos formadoras de esporos, 
resultando em uma maior chance de sobrevivência em ambientes perturbados 
(KURAMAE et al., 2012).  
Fierer et al., (2007) verificaram uma diminuição na abundância relativa de 
Acidobacteria, Verrucomicrobia e Gemmatimonadetes após a fertilização nitrogenada 
sugerindo que estes grupos são oligrotróficos, e são, portanto, mais propensos a 
dominar em ambientes de baixa disponibilidade de nutrientes. Para Verrucomicrobia, 
uma correlação negativa com teor de nitrogênio tem sido visto em vários outros 
estudos e os membros da Verrucomicrobia são geralmente consideradas como sendo 
oligotróficos (NEMERGUT et al., 2005; RAMIREZ  et al., 2012). Actinobactérias são 
grupos taxonômicos caracterizados pela sua capacidade de degradar compostos 
orgânicos recalcitrantes como lignina (BOER et al., 2005) e hidrocarbonetos 
aromáticos policíclicos sendo considerado um grupo oligotrófico (UYETTEBROEK et 
al., 2006). Esses resultados podem ajudar a compreender o padrão de distribuição de 
comunidades bacterianas observado em nossos resultados em que a adição de 
nitrogênio favoreceu a dominância de Firmicutes e Proteobacterias considerados 
grupos copiotróficos e reduziu a abundância de Bacteriodetes, Acidobacteria, 
Actinobacteria e Verrucomicrobia grupos oligotróficos que são favorecidos em 
condições limitadas de nutrientes.  
Semelhante aos nossos resultados  Cong et al. (2015)  comparando solos de 
pastagens adubados com nitrogênio e solos sem adubação verificaram alterações na 
estrutura e na diversidade da comunidade bacteriana com perda de diversidade e 
mudança dos grupos taxonômicos no solo adubado com nitrogênio. Estes autores 
encontraram 5 filos mais abundantes: Alphaproteobacteria, Firmicutes, Chloroflexi, 
Actinobacteria e Acidobacteria, sendo o filo Firmicurtes dominante nos tratamentos  
que receberam adubação com nitrogênio.  
Ramirez et al., (2012) demonstraram que algumas dessas mudanças parecem 
ser consistentes em vários tipos de solo e que Actinobacteria e Firmicutes foram 
consistentemente favorecido pela adição de N, ao passo que a abundância relativa de 
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Acidobacteria e Verrucomicrobia diminuiu. Resultados semelhantes foram 
encontrados por Wessén et al. (2010) avaliando a influência da adubação sobre a 
diversidade bacteriana de um solo argiloso em experimentos de campo verificaram 
que a fertilização com sulfato de amônio resultou em uma redução de 10 vezes na 
abundância da comunidade bacteriana do solo. Estes autores verificaram que a 
abundância relativa do filo Firmicutes aumentou significativamente no tratamento 
adicionado de sulfato de amônio, enquanto a abundância relativa do Verrucomicrobia 
diminuiu. Em contraste a adição de turfa estimulou significativamente a abundância 
relativa do Alphaproteobacteria, mas teve um impacto negativo sobre a abundância 
relativa de Firmicutes. 
 Nielsen et al. (2014) analisando as comunidades microbianas em um teste de 
campo controlado sob adição de biochar e adubação tradicional (ureia, superfosfato 
simples e cloreto de postássio) sobre a produção de milho osbservaram que os filos 
dominantes foram Proteobacteria, Firmicutes, Verrucomicrobia, Acidobacteria e 
Actinobacteria em todos os tratamentos.  
Acidobacteria é um grupo geneticamente diverso de bactérias que são 
normalmente encontrados no solo e que têm um papel importante no ciclo 
biogeoquímico do carbono (QUAISER et al., 2003; LEE et al., 2008). O filo 
Actinobacteria está relacionado à degradação de lignina e polímeros recalcitrantes, 
sendo considerado ecologicamente importante na decomposição da matéria orgânica 
do solo (KIRBY, 2011; NAKOUTI et al., 2012). No presente estudo estes filos foram 
suprimidos pela a adição de nitrogênio, indicando que as alterações promovidas na 
estrutura e composição da comunidade bacteriana do solo pode alterar também a 
funcionalidade com perdas de filos importantes para a ciclagem de nutrientes no solo 
(WALDROP et al., 2004; CHU et al., 2007). A redução destes grupos envolvidos na 
ciclagem de C após a adição de N pode também ter contribuído para redução da 
atividade das enzimas Desidrogenase e β-glicosidase envolvidas no ciclo do C 
(DIALLO-DIAGNE et al., 2016).  
Apesar da redução de filos relacionado à ciclagem de nutrientes no solo, nós 
verificamos através da análise de predição funcional que não houve mudanças 
significativas das funções metabólicas entre os tratamentos sem nitrogênio (Controle, 
Biochar e Orgânico) e os tratamentos com nitrogênio. Mesmo com redução 
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significativa da diversidade da comunidade bacteriana do solo, e predomínio do filo 
Firmicutes nos tratamentos com nitrogênio, a maioria das funções metabólicas foram 
mantidas.  
Não foi observada diferenças significativas nas análises funcionais em 5 e 28 
dias de incubação, sendo em ambos os tempos avaliados observadas abundâncias mais 
elevadas nos processos celulares de transporte, replicação, reparação e recombinação 
de DNA, e as vias de metabolismo de carboidratos, aminoácidos e proteínas. Estas 
funções metabólicas tem sido também relatados como mais abundantes em estudos 
realizados em uma variedade de condições edafoclimáticas (SOUZA et al., 2015; LI et 
al., 2015; JUAN et al., 2015), sugerindo seu papel central no funcionamento do solo. 
No entanto, o grande número de sequências não classificados observados em nosso 
estudo destaca que funções importantes de comunidades bacterianas do solo 
permanecem desconhecidas.  
Estes resultados corroboram com a suposição que vem sendo discutida na 
comunidade científica, que as comunidades microbianas são resistentes, resilientes, 
e/ou funcionalmente redundantes (E.-L.Ng et al., 2015). Tem sido considerado que 
uma comunidade microbiana é resistente se ela se apresenta semelhante em face de 
perturbações externas, indicando que é difícil perturbar o estado original dessa 
comunidade (CRUZ-MARTÍNEZ et al., 2012). É resiliente se quando sujeita a 
perturbações a composição da comunidade muda, no entanto, ela é rapidamente 
reestabelecida seja pelo crescimento ou pela adaptação fisiológica ou genética 
(FETZER et al., 2015). E a composição microbiana pode mudar em resposta às novas 
condições ambientais, mas as atividades funcionais permanecem redundantes de forma 
que os processos do ecossistema não são alterados (HECTOR, BAGCHI, 2007; 
ALLISON; MARTINY, 2008; CHAER et al., 2009).   
Alguns grupos microbianos mostram um alto grau de flexibilidade metabólica e 
tolerância fisiológica às mudanças nas condições ambientais o que poderia resultar em 
comunidades microbianas que são resistentes (WAGG et al., 2014). Estes traços e 
outros associados às comunidades microbianas do solo, tais como elevada abundância, 
dispersão generalizada e potencial de crescimento rápido, tem sugerido que as 
comunidades microbianas podem se adaptar rapidamente as novas condições impostas 
(NANNIPIERI et al., 2003; FENCHEL; FINLAY, 2004; HECTOR, BAGCHI, 2007).  
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Além disso, a rápida adaptação evolutiva através da transferência horizontal de 
genes pode permitir que mesmo os micro-organismos sensíveis às novas condições 
ambientais possam reestabelecer rapidamente a sua composição original 
(BONKOWSKI; ROY, 2005; DUFFY et al., 2007). A elevada abundância e 
diversidade de micro-organismos têm sido utilizadas como um argumento para 
redundância funcional, pois é difícil imaginar que os ciclos biogeoquímicos são 
limitados apenas pela abundância microbiana (REED; MARTINY, 2007) ou 
diversidade genética (FENCHEL; FINLAY, 2004). Assim o significado da perda de 
biodiversidade é desafiado pelo conceito de redundância funcional (FIERER et al.,  
2003; BOTTON et al., 2006). Uma vez que diferentes espécies podem ter a mesma 
função em ecossistemas, a redundância funcional prevê que a perda de espécies não 
altera necessariamente o funcionamento do ecossistema devido à sua substituição por 
outros processos para a manutenção de espécies (DEGENS et al., 2001; LOREAU, 
2004; GRIFFITHS; PHILIPPOT, 2013).  
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CONCLUSÕES 
 
 Nas condições em que esse trabalho foi conduzido nossos resultados 
demonstram que a torta de filtro submetida a um processo eficiente de estabilização da 
matéria orgânica pode contribuir para o aporte de MO em solos tropicais argilo-
arenosos melhorando as propriedades físico-químicas do solo e estimulando a 
comunidade microbiana com reflexo também nos processos de ciclagem de nutrientes 
associados.  
 Além disso, o uso da torta de filtro como matéria prima para produção de 
fertilizantes orgânicos e organominerais pode contribuir para a redução dos custos de 
produção e impactos ambientais associados ao descarte inadequado deste resíduo 
transformando esse passivo ambiental em um subproduto da agroindústria da cana-de-
açúcar com valor agregado, podendo assim, ser reinserido na cadeia produtiva.  
 Além de estimular a atividade microbiológica e contribuir para aumentar os 
teores de MO do solo. Nossos resultados mostraram que os fertilizantes 
organominerais produzidos a partir de torta de filtro compostada e pirolisada 
apresentaram menores perdas de nitrogênio por volatilização da amônia.  
 Nós verificamos que os fertilizantes organominerais produzidos com torta de 
filtro compostada provavelmente possui maior teor de C lábil que o biochar, o que 
favoreceu maior eficiência da comunidade bacteriana em armazenar C na biomassa 
com menores perdas de C na forma CO2. Todavia verificamos que o biochar foi mais 
eficiente na redução de perdas de nitrogênio por volatilização de amônia podendo ser 
um potencial e eficiente fertilizante para reduzir perdas de nitrogênio. Além disso, é 
possível a partir destes resultados ajustar o processo de pirólise visando otimizar as 
perdas de nitrogênio e armazenamento de C em longo prazo nos solo. Para tal, faz-se 
necessário aprofundar os estudos em relação as propriedades físico-químicas do 
biochar de torta de filtro submetido à diferentes processos de produção e suas 
interações com solo e comunidade microbiana.  
 Nossos resultados mostraram que as comunidades microbianas do solo são 
profundamente afetadas pela adição de nitrogênio. A adição de nitrogênio 
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independente da fonte de adubação alterou a composição da comunidade bacteriana do 
solo, com significativa redução de diversidade e domínio dos filos Firmicutes e 
Proteobacteria considerados grupos copiotróficos com vantagens adaptativas em 
ambientes alterados.  
 Neste estudo, em condições de laboratório verificamos que as alterações na 
estrutura da comunidade bacteriana com significativa redução de diversidade não 
alterou a diversidade funcional cujas principais funções metabólicas foram mantidas. 
No entanto, o grande número de sequências não classificadas observadas em nosso 
estudo destaca que muitas funções da comunidades bacterianas do solo permanecem 
desconhecidas. Assim a longo prazo essas alterações na diversidade bacteriana do solo 
podem comprometer a capacidade metabólica e regenerativa do solo com 
consequências na ciclagem de nutrientes.  
 Outro aspecto importante a ser considerado é que a análise funcional 
confirmou os resultados encontrados na atividade enzimática, sendo observado um 
maior percentual de metabolismo de carboidrato energético e biodegradação nos 
tratamentos sem adição de nitrogênio nos quais a atividade de fosfatase, desidrogenase 
e β-glicosidase foram maiores. Enquanto nos tratamentos com nitrogênio 
prevaleceram atividades de metabolismo de aminoácidos e transporte de membranas 
sendo o metabolismo direcionado à mineralização de nitrogênio com aumento da 
atividade de FDA e urease.  
 Assim nossos resultados demonstram que é importante aliar às técnicas 
moleculares aos indicadores bioquímicos e microbiológicos e as propriedades físico-
químicas do solo e dos materiais adicionados para compreender as complexas 
interações entre as comunidades bacterianas, ciclagem de nutrientes e às mudanças 
antrópicas e ambientais.  
 Apesar dos mecanismos que promovem as intereções e alterações na 
comunidade bacteriana do solo frente à adição de nutrientes, especialmente o 
nitrogênio, ainda não estarem completamente esclarecidos. Nossos resultados fornece 
insights sobre as alterações na diversidade filogenética e funcional de comunidades 
bacterianas do solo frente à adição de fertilizantes orgânicos e organominerias 
nitrogenados sendo necessário estudos mais aprofundados de longo prazo in situ para 
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ampliar nossa compreensão dos principais fatores que determinam a composição e 
interações de comunidades microbianas do solo. 
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